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Nos dias de hoje, o entendimento de processos químicos e bioquímicos 
requer cada vez mais abordagens multidisciplinares. Desta forma, a química e a 
biologia são freqüentemente interligadas visando à elucidação de processos 
fisiológicos e patológicos. Dentro deste contexto, pode ser citado o estudo de 
nucleases sintéticas, que no passado eram utilizadas principalmente como 
estratégias químicas para analisar a conformação e especificidade de uma 
biomolécula em solução. Contudo, com o desenvolvimento de novas técnicas 
analíticas e a biologia molecular, surgiram novas oportunidades para se explorar o 
espectro de uso de nucleases sintéticas, tanto das que atuam por um mecanismo 
oxidativo como das que atuam hidroliticamente. 
Neste trabalho foi feita a caracterização da interação de cinco complexos 
metálicos de cobre (II) com moléculas de DNA. Os complexos estudados foram o 
complexo macrocíclico binuclear  Cu2BMXD, o complexo mononuclear CuMFF e os 
complexos binucleares Cu2L-dtb, Cu2L-H e Cu2L-NO2. Estes últimos diferenciam-se 
por substituições no anel fenólico terminal de seus ligantes. A caracterização da 
ação destes complexos foi feita pela incubação com o plasmídio pBSK-II em 
diferentes condições de pH, temperatura, tempo de incubação e presença de outras 
moléculas (inibidores/seqüestradores, ligantes específicos do DNA). Foi determinada 
também a constante de ligação intrínseca dos complexos com o DNA através de 
espectroscopia eletrônica UV-Vis. 
Todos os complexos foram capazes de causar quebras na fita dupla do DNA, 
porém, esta atividade é diferente em cada caso. O complexo Cu2BMXD tem uma 
grande afinidade por DNA, sendo ativo na clivagem oxidativa destas moléculas. Esta 
atividade está relacionada com um ciclo catalítico que envolve a formação de Cu+ e 
radicais HO⋅. Por outro lado, o complexo CuMFF possui menor afinidade por 
moléculas de DNA, mas é capaz de clivar estas moléculas hidroliticamente.  
Já os complexos Cu2L-X apresentam um mecanismo misto de clivagem de 
DNA, sendo o complexo Cu2L-dtb o mais ativo, seguido do Cu2L-NO2 e depois do 
Cu2L-H. O complexo Cu2L-dtb é o que apresenta a maior tendência de clivagem 
oxidativa do DNA. Entretanto, para todos os complexos a clivagem hidrolítica foi 
aumentada com o aumento do pH. A constante de ligação intrínseca destes 
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complexos com o DNA é menor do que para os anteriores, porém, parece ser ela a 
responsável pela diferença de atividade encontrada entre os complexos Cu2L-H e 
Cu2L-NO2. 
 
Palavras-chave: Nucleases sintéticas, complexos de cobre(II), interação de 









In order to efficiently understand how some chemical and biochemical 
processes take place into living systems, research has become a multidisciplinary 
science. In this way, chemistry and biology have been very close aiming to elucidate 
physiological and pathological processes. The study of synthetic nucleases is one 
example, which in the past was utilized mainly as a chemical strategy to analyze 
biomolecules conformation and specificity. However, because of the development of 
new analytical and molecular biology techniques new opportunities have appeared to 
explore synthetic nucleases uses. 
In this work interaction of five copper (II) complexes with DNA molecules was 
analyzed. The complexes were: Cu2BMXD – a binuclear macrocyclic complex; 
CuMFF – a mononuclear complex; and Cu2L-dtb, Cu2L-H e Cu2L-NO2 – binuclear 
complexes differing from each other by substitutions at the terminal phenolic ring of 
the ligand. Complexes activity characterization was done under different conditions of 
pH, temperature, incubation period and addition of adjuvants or specific inhibitors. 
Moreover, intrinsic binding constants of the complexes were determined by UV-Vis 
spectroscopy. 
All complexes were able to interact with and cleave DNA molecules, although 
with very specific and particular activities for each one. Cu2BMXD has greater affinity 
for DNA, cleaving it by an oxidative pathway. This activity is related to a catalytic 
cycle where Cu+ and HO⋅ radical are produced. On the other hand, CuMFF has less 
affinity for DNA, and cleaves DNA molecules by a hydrolytic mechanism. 
Cu2L-X complexes showed a two way mechanism composed by oxidative and 
hydrolytic pathways. Cu2L-dtb was the most active complex, followed by Cu2L-NO2 
and then by Cu2L-H. While Cu2L-dtb complex had the greatest tendency for oxidative 
cleavage, the hydrolytic pathway for all complexes increased with increasing pH 
values of the reaction medium. Intrinsic binding constants for Cu2L-X complexes are 
smaller than the constants for the previous complexes. The difference in binding 
constant seems to be correlated to the difference in Cu2L-H and Cu2L-NO2 DNA 
cleavage activity. 
 
Keywords: synthetic nucleases, copper (II) complexes, small molecules interaction 
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Nos dias de hoje, torna-se cada vez mais claro o caráter interdisciplinar da 
pesquisa, a fim de se estudar eficientemente como ocorrem processos químicos e 
bioquímicos, dentro e fora dos organismos vivos. Desta forma, a química e a biologia 
têm sido frequentemente interligadas visando à elucidação de processos fisiológicos 
e patológicos. Um exemplo da convergência entre estas ciências, é a interação entre 
a química bioinorgânica e a bioquímica. A química bioinorgânica encarrega-se do 
planejamento, da síntese e da caracterização estrutural e físico-química de análogos 
sintéticos para sítios ativos de metaloproteínas, membranas e ácidos nucléicos. A 
bioquímica, por sua vez, determina a reatividade e o mecanismo pelos quais estes 
compostos sintéticos interagem com as biomoléculas isoladas e a sua influência em 
células e organismos vivos.  
Dentro deste contexto, pode ser citado como de fundamental importância, o 
estudo de nucleases sintéticas. Estes compostos foram definidos pela primeira vez 
em 1990 por Sigman como sendo: “Complexos de coordenação com atividade redox 
capazes de clivar ácidos nucléicos em condições fisiológicas, através de um ataque 
oxidativo no anel de ribose, ou desoxirribose” [1]. No passado, nucleasses sintéticas 
eram utilizadas principalmente como estratégias químicas para analisar a 
conformação e especificidade de uma biomolécula em solução. Desta forma, a 
principal aplicação destes compostos era para a técnica de “DNA footprinting” [1]. 
Por exemplo, o complexo [Cu(1,10-fenantrolina)2]+ foi o primeiro complexo de 
coordenação sintético que demonstrou uma atividade nucleolítica eficiente, por um 
mecanismo oxidativo de clivagem [2; 3].  
Contudo, com o desenvolvimento de novas técnicas analíticas e de biologia 
molecular, surgiram novas oportunidades para se explorar o espectro de uso de 
nucleases sintéticas. Além disto, inúmeros compostos vêm sendo descritos com 
atividade na clivagem de DNA, que ocorrem por duas vias principais: (i) por clivagem 
hidrolítica, envolvendo o grupo fosfato; (ii) por clivagem oxidativa, envolvendo o 
açúcar e / ou a base nitrogenada [4]. Desta forma, é necessária uma definição mais 
ampla e atual para as nucleases sintéticas do que a proposta por Sigman. Assim, 
pode-se sugerir como sendo: “Compostos capazes de clivar ácidos nucléicos em 





Pequenas moléculas sintéticas que clivem o DNA oxidativamente têm se 
destacado como agentes na técnica de “DNA footprinting” [1; 5] e mais 
recentemente, como ferramenta para fragmentação e marcação fluorescente de 
ácidos nucléicos para hibridização através da tecnologia do microchip de DNA [6]. 
Entretanto, atualmente há um maior interesse em compostos que clivem o DNA por 
um mecanismo hidrolítico, e por uma série de razões [7]: compostos que clivam o 
DNA oxidativamente produzem radicais livres difusíveis; a abstração por radicais 
resulta em fitas do DNA com terminais que não podem ser religados 
enzimaticamente; a clivagem oxidativa pode causar dano periférico indiscriminado 
para uma célula; e a difusão de radicais pode diminuir significativamente a 
especificidade na clivagem que pode ser alcançada. 
Por sua vez, compostos que clivem o DNA hidroliticamente podem ser 
utilizados como enzimas de restrição artificiais. Estas moléculas podem apresentar 
uma série de vantagens sobre as enzimas de restrição, uma vez que poderiam clivar 
o DNA em sítios de restrição não reconhecidos pelas enzimas utilizadas [8] e, por 
serem menores em tamanho, poderiam alcançar regiões estericamente impedidas 
de uma macromolécula [9]. Além disso, podem ser utilizadas em estudos que 
correlacionam estrutura e reatividade, já que é muito mais fácil entender esta 
correlação em modelos simples usando-se complexos do que utilizando as enzimas 
[10]. Outras aplicações tais como sondas conformacionais e no estudo da função 
dos íons metálicos nas enzimas hidrolíticas [8]. Segundo Cowan, “a habilidade em 
clivar ácidos nucléicos, em um modo não degradativo, e com altos níveis de 
seletividade por sítios ou estruturas, oferecerá muitas aplicações para a manipulação 
de genes (biologia molecular), para o desenho de sondas estruturais e o 
desenvolvimento de novas terapêuticas” [11]. Clinicamente, poderiam ser planejados 
agentes para bloquear a transcrição gene-específica, para aplicações antibióticas e 
quimioterápicas, permitindo potencialmente até atingir alvos de mutações 











1.1.1 Estrutura e propriedades 
 
Os ácidos nucléicos são polímeros lineares muito longos constituídos de 
monômeros chamados nucleotídeos. Diferentes ácidos nucléicos podem ter desde 
cerca de 80 nucleotídeos, como em tRNA, até mais de 108 pares de nucleotídeos em 
um único cromossomo eucariótico [12]. A unidade de tamanho de um ácido nucléico 
é o par de bases (para espécies com fita dupla), geralmente abreviado como pb, ou 
base (para espécies com fita simples). O cromossomo na Escherichia coli (E. coli) 
tem 4 x 106 pb o que significa uma massa molar de 3 x 109 Da e um comprimento de 
1,5 mm. Já o DNA genômico de uma única célula humana tem 3,9 x 109 pb e 990 
mm de comprimento [12]. 
Os nucleotídeos são constituídos por uma base nitrogenada heterocíclica, 
uma pentose e um grupo fosfato, sendo que a molécula sem este grupo fosfato é 
chamada de nucleosídeo (Figura 1.1). No DNA, as seqüências de bases contêm a 
informação genética, enquanto que o açúcar e o fosfato têm um papel estrutural [13]. 
As bases nitrogenadas são derivadas de anéis de purina e pirimidinas (Figura 1.2). 
As principais purinas são adenina (A) e guanina (G), que são encontradas tanto em 
DNA como em RNA. Já as principais pirimidinas são citosina (C), timina (T) e uracila 
(U), a primeira sendo encontrada tanto em DNA como em RNA, a segunda somente 



























FIGURA 1.2 – Estrutura das bases purínicas e pirimidínicas dos ácidos nucléicos, com o sistema de 
numeração IUPAC [12]. 
 
Nos nucleosídeos (para o DNA – desoxiadenosina, desoxiguanosina, 
desoxicitidina e desoxitimidina), as bases de purinas e pirimidinas estão ligadas por 
um átomo de nitrogênio do anel ao carbono 1 da pentose. Nas moléculas de RNA a 
pentose é a D-ribose, enquanto que nas moléculas de DNA a pentose é a desoxi-D-
ribose. Em solução, a conformação destes açúcares está em equilíbrio entre a 
cadeia aberta (aldopentose) e o anel fechado (β-furanose), porém, nas moléculas de 
RNA e DNA só existe a forma de um anel de cinco membros, respectivamente, β-D-






















































































Finalmente, os nucleotídeos são os ésteres de fosfato dos nucleosídeos. Os 
nucleotídeos podem conter grupos monoéster de fosfato, de ácido pirofosfórico e de 
ácido tripolifosfórico, sendo chamados, respectivamente, de nucleosídeos mono, di e 





















FIGURA 1.4 – Estrutura química da molécula de ATP. 
 
Os nucleotídeos que constituem as moléculas de DNA e RNA estão ligados 
covalentemente uns aos outros através dos grupos fosfato. Esta ligação é formada 
pela junção do grupo 5’-fosfato de um nucleotídeo com o grupo 3’-OH de outro 
nucleotídeo, criando uma ligação fosfodiéster (Figura 1.5). Desta forma, o esqueleto 
covalente dos ácidos nucléicos é constituído por grupos fosfato e anéis de ribose de 
forma alternada. Todas as ligações fosfodiéster possuem a mesma orientação ao 
longo da cadeia, dando a cada fita do ácido nucléico linear uma polaridade 
específica e diferentes terminais 3’ e 5’ (3’-OH e 5’-OPO32-). Convencionalmente, as 
seqüências de nucleotídeos nas moléculas de DNA e RNA são descritas no sentido 
da extremidade 5’-OPO32- para a extremidade 3’-OH (5’→3’), e correspondem a 
estrutura primária desses ácidos nucléicos.  
As ligações fosfodiéster que formam o esqueleto covalente do DNA são 
extremamente estáveis em relação à hidrólise não enzimática. Esta grande 
estabilidade, inclusive, torna difícil a determinação do seu tempo de meia vida (t½), 
sendo necessário a utilização de altas temperaturas, para posterior extrapolação 
para 25 °C.  Na literatura podem ser encontrados valores distintos para o t½ do RNA 
e do DNA. Para o RNA em água a 25 °C e pH = 7, os valores variam de 110 a 800 
anos, enquanto que para o DNA os valores de t½, em água a 25 °C e pH = 7, variam 



































X = H, DNA









FIGURA 1.5 – Estrutura da ligação fosfodiéster (em vermelho) unindo nucleosídeos de DNA e RNA.  
 
Além disso, em pH fisiológico as moléculas de DNA estão negativamente 
carregadas, o que inibe a hidrólise das ligações fosfodiéster pelo ataque de 
nucleófilos. Este comportamento revela o porquê da escolha, pela natureza, do DNA 
como forma de armazenamento do material genético. 
A estrutura tridimensional do DNA foi resolvida e publicada por Watson e 
Crick há mais de 50 anos [17]. Este trabalho foi um marco para a ciência, e foi a 
partir dele que se desenvolveram diversas áreas de pesquisas exploradas 
atualmente, entre elas: a biologia molecular, a clonagem e produção de organismos 
geneticamente modificados, a determinação da seqüência genômica de diferentes 
organismos e até os estudos de proteômica. 
Neste trabalho foi proposto que o DNA é composto por duas cadeias 
polinucleotídicas, de sentidos opostos, enroladas em torno de um eixo, formando 
uma dupla hélice (Figura 1.6). Estas duas cadeias são mantidas unidas através de 
ligações de hidrogênio entre as bases de cada fita, mas sempre pareando uma 
adenina com uma timina e uma citosina com uma guanina (Figura 1.7). 
 






FIGURA 1.7 – A dupla fita antipararela da molécula de DNA e o perfil das ligações de hidrogênio 
formadas entre as bases A-T e C-G [13].  
 
A formação de três ligações de hidrogênio entre as bases C e G, e de apenas 
duas entre A e T, é a razão para a maior estabilidade térmica de moléculas de DNA 
(em relação à desnaturação das fitas) com uma maior composição de CG, como 
pode ser visto na Figura 1.8 [13]. A dissociação da fita dupla do DNA em solução, 
gerando moléculas de fita simples, é função não só da temperatura e da composição 
das bases, mas também da seqüência e comprimento da molécula, da concentração 
salina e do pH do solvente [12]. 
 
 
FIGURA 1.8 – Desnaturação térmica de moléculas de DNA. Relação entre a temperatura de 
desnaturação e o conteúdo de C-G [13]. 
 
Na primeira fase da investigação da estrutura secundária do DNA, duas 
conformações foram identificadas: A-DNA e B-DNA [12]. A primeira seria favorecida 





condições de alta “hidratação” (e baixa concentração salina). Esta “hidratação” se 
refere à quantidade de moléculas de água efetivamente ligadas à molécula de DNA, 
ou seja, quanto menor a “hidratação” menos moléculas de água estão efetivamente 
ligadas ao DNA. Esta variação de “hidratação” do DNA é conseguida, por exemplo, 
pela variação da composição do solvente. Atualmente são conhecidas diversas 
conformações da dupla hélice direita do DNA, denominadas A, A’, B, α-B’, β-B’, C, 
C’, D, E e T [12]. Em termos gerais, todas elas podem ser classificadas em duas 
famílias genericamente distintas: A e B. Esta classificação está associada à 
conformação do anel de desoxirribose: C3’-endo para a família A e C2’-endo (ou o 
equivalente C3’-exo) para a família B [12] (Figura 1.9). Além destas conformações, 
existe ainda a Z-DNA que é uma estrutura de dupla hélice esquerda. A Figura 1.10 
apresenta a estrutura das conformações A, B e Z do DNA (no anexo A é 
apresentado uma tabela com alguns parâmetros estruturais para diferentes 










FIGURA 1.9 – Conformações C2’-endo e C3’-endo do anel de ribose da molécula de DNA. 
 
 
FIGURA 1.10 – Representação das estruturas do B, A e Z-DNA. Figura extraída do site 





No B-DNA, os pares de base estão localizados no eixo da hélice e, por sua 
vez, as bases estão empilhadas predominantemente acima das bases vizinhas na 
mesma fita e perpendiculares ao eixo da hélice. As conformações do anel de ribose 
são C2’-endo e a ligação glicosídica anti. Em razão das características estruturais 
dos nucleotídeos e da dupla hélice do DNA, são formados sulcos na estrutura do B-
DNA que, apesar de terem profundidades similares (ver anexo A), possuem larguras 
distintas e, desta forma, são denominados sulco maior e sulco menor (Figura 1.11). 
Na estrutura do A-DNA os pares de base estão deslocados do eixo da hélice 
em direção ao sulco menor (4,5 Å) e estão um pouco mais inclinados (20° – “tilt”) 
uns em relação aos outros. Nesta conformação existem 11 bases por volta da hélice, 
contra 10 bases no B-DNA. As conformações do anel de ribose são C3’-endo e a 
ligação glicosídica anti [12]. 
 
 













    5,7 Å 
FIGURA 1.11 – Sulcos maior e menor da estrutura do B-DNA. Figura original extraída do site 
http://web.uconn.edu/gage/Media/229%20Pictures/1-DNA%20stucture.JPG (acessado em 
20/02/2006). 
 
Já na estrutura do Z-DNA (que é mais bem exemplificado por um polímero 
(dG-dC)n), apesar de a fita dupla também ser antiparalela, a conformação assumida 
é bem diferente das anteriores. Numa dupla hélice esquerda ideal, todas as ligações 
glicosídicas deveriam ter conformação sin, o que não é possível para as pirimidinas. 
Assim, as citosinas assumem conformação anti e as guaninas sin, o que resulta num 





1.1.2 Interações reversíveis com pequenas moléculas 
 
O DNA interage reversivelmente com uma ampla variedade de espécies 
químicas que incluem água, íons metálicos e seus complexos, pequenas moléculas 
orgânicas e proteínas [12]. Estas interações têm uma grande importância para sua 
estrutura e função, primeiramente porque todas as conformações que a molécula de 
DNA assume são estabilizadas, e só são possíveis, por interações reversíveis com 
água, íons metálicos e/ou cátions orgânicos. Além disso, uma das mais importantes 
linhas de desenvolvimento de novos fármacos e de quimioterapias contra alguns 
tipos de câncer e doenças virais e parasitárias envolve fármacos que interagem 
reversivelmente com o DNA. Ainda, por causa da sua relativa simplicidade, as 
interações de pequenas moléculas  com o DNA têm fornecido muito das informações 
sobre especificidade de ligação do DNA, transições conformacionais induzidas por 
ligantes, a base molecular da cooperatividade na ligação, a interação das cadeias 
laterais de aminoácidos aromáticos com as bases do DNA, e outros aspectos críticos 
similares da interação, e química, do DNA [12]. 
Em relação aos tipos de interações reversíveis entre o DNA e outras 
moléculas e íons, pode-se dizer que a princípio existem três maneiras distintas: 




FIGURA 1.12 – Tipos de interações reversíveis entre o DNA e pequenas moléculas [12]. 
 
A primeira ocorre ao longo do exterior da dupla hélice do DNA através de 
interações que geralmente não são específicas e tem origem eletrostática. As 
interações através dos sulcos envolvem a interação direta do ligante com as bases 
nitrogenadas, tanto pelo sulco maior quanto pelo sulco menor. Estes sulcos diferem 





hidrogênio, nos efeitos estéricos e na hidratação. Desta forma, muitas proteínas 
apresentam uma especificidade de ligação primariamente pelo sulco maior, 
enquanto que pequenas moléculas que interagem pelos sulcos, em geral, preferem 
o sulco menor do DNA [12]. 
Os dois primeiros modos de interação não requerem mudanças 
conformacionais do DNA, mas podem induzir transições estruturais na formação do 
complexo. Já a intercalação de sistemas de anéis aromáticos planares, ou 
aproximadamente planares, entre os pares de base requerem mudanças nos 
ângulos torcionais da cadeia açúcar-fosfato. Estas alterações são necessárias para 
a separação dos pares de base adjacentes por uma distância suficiente para permitir 
a inserção do sistema de anéis intercalantes. Isto pode vir acompanhado por outras 
alterações na dupla hélice, como por exemplo, desenovelamento, dobramento, etc 
[12]. 
  
1.1.3 Interações covalentes com pequenas moléculas 
 
Existem diversas reações possíveis envolvendo moléculas de DNA e 
moléculas pequenas [12]. Entretanto, em virtude do enfoque deste trabalho apenas 
as reações de hidrólise das ligações fosfodiéster e de clivagem oxidativa do DNA, 
mediadas por complexos metálicos, serão comentadas. 
 
1.1.3.1 Hidrólise da ligação fosfodiéster 
 
Como já foi discutido anteriormente, as ligações fosfodiéster são 
extremamente estáveis em relação à hidrólise espontânea. Assim, para que se 
possa acelerar a velocidade de sua hidrólise, é necessária uma ativação destas 
ligações. Os complexos (e íons) metálicos podem acelerar a velocidade da hidrólise 
através de três modos de ativação direta (esfera interna), e três de ativação indireta 
(esfera externa), das ligações fosfodiéster [16] (Figura 1.13). Os modos diretos são: 
ativação por ácido de Lewis (1, coordenação do oxigênio do grupo fosfato ao metal), 
ativação do nucleófilo (2, coordenação de um nucleófilo como o hidróxido ao metal) 
e ativação do grupo de saída (3, coordenação do grupo de saída ao metal) [16; 18]. 





respectivamente, como uma catálise básica (4) ou ácida (5) geral intramolecular, são 
modos indiretos de ativação. Além destes, a interação eletrostática entre o metal e 
ésteres de fosfato não coordenados também pode fornecer alguma aceleração para 
a reação de hidrólise (ativação indireta) [16; 19; 20]. Contudo, de todos estes modos 
os de ativação direta parecem ser os mais relevantes. 
 
 
FIGURA 1.13 – Modos diretos (1 – 3) e indiretos (4 – 5) de ativação que um complexo (ou íon) 
metálico pode fornecer para acelerar a velocidade de hidrólise de ésteres de fosfato [16]. 
 
A ativação por ácido de Lewis em complexos metálicos binucleares pode ser 
simples ou dupla quando os grupos fosfato são coordenados a um ou aos dois 
centros metálicos, respectivamente (Figura 1.14). Entretanto, a ativação dupla pode 
resultar numa aceleração da velocidade de reação de hidrólise muito maior, uma vez 
que a carga negativa é mais bem estabilizada neste caso. Este modo de ativação é 
possível quando a distância entre os centros metálicos é de 2,9 a 7,0 Å [16]. 
 
 






Nucleófilos ativados por complexos (ou íons) metálicos, como hidróxido, 
alcóxido, óxido ponte e peróxido ponte, podem hidrolisar ligações fosfodiéster que 
possuam grupos de saída bons, mas apenas o hidróxido ativado parece hidrolisar as 
que possuam grupos de saída ruins. Para os outros nucleófilos serem efetivos é 
necessário a ativação do grupo de saída [16]. Recentemente Schenk e 
colaboradores mostraram que para a enzima fosfatase ácida púrpura extraída de 
batata doce (contendo o centro metálico Fe(III)-Mn(II)) o átomo de oxigênio ponte (µ-
hidróxido ou µ-oxo, dependendo do pH) é o nucleófilo na reação de hidrólise do 
éster de fosfato [21].  
Em muitos casos a aceleração da velocidade de hidrólise das ligações 
fosfodiéster resultante é uma combinação simples (ou uma cooperatividade) dos 
modos de ativação, como exemplificados na Figura 1.15. Nesta figura também é 
apresentado um mecanismo hipotético onde poderia ser conseguida uma aceleração 
na velocidade de hidrólise das ligações fosfodiéster da ordem de 1018 vezes, já que 
seria uma combinação de duas ativações por ácido de Lewis, uma ativação do 
nucleófilo e uma ativação do grupo de saída [16]. 
 
 
FIGURA 1.15 – Combinação dos modos de ativação que podem levar a aceleração da velocidade de 
hidrólise das ligações fosfodiéster. 1) ativação por ácido de Lewis simples / ativação do nucleófilo; 2) 
ativação por ácido de Lewis simples / ativação do grupo de saída; 3) ativação por ácido de Lewis / 
ativação do nucleófilo / ativação do grupo de saída [16]. 
 
Todos os complexos metálicos que podem ser encontrados na literatura com 
mecanismo hidrolítico para a clivagem de moléculas de DNA se enquadram em 





Em relação à natureza do centro metálico dos complexos, Hegg e Burstyn 
descreveram as principais características de um íon metálico idealmente apropriado 
a promover hidrólise de ligações fosfodiéster [8]. Estas características são a dureza 
(para ligar átomos de oxigênio do grupo fosfato), a acidez de Lewis (para polarizar 
tanto os grupos fosfato como o nucleófilo) e a rápida troca de ligante (para garantir o 
ciclo catalítico).  
Desta forma, dentre os íons metálicos que melhor preenchem estes critérios 
estão os íons de lantanídeos essencialmente trivalentes, Zn2+, Cu2+, Fe3+ e Ce4+. Por 
outro lado, os íons metálicos que ocorrem mais frequentemente em nucleases 
naturais são Ca2+, Mg2+, Fe2+, Fe3+ e Zn2+. Esta “escolha” da natureza se deve, 
principalmente, por limitação na disponibilidade ambiental. Além disso, a toxicidade 
dos lantanídeos (em razão da similaridade ao íon Ca2+) e o comportamento redox do 
íon Cu2+ são outras razões para a escolha da natureza. 
 
1.1.3.2 Clivagem oxidativa do DNA 
 
A clivagem oxidativa de moléculas de DNA por complexos metálicos [9; 45-
63] basicamente envolve as propriedades redox dos metais e do O2 para produzir 
espécies reativas de oxigênio (por exemplo, peróxidos, hidroperóxidos, radical ânion 
superóxido, etc. e em especial o radical hidroxila), que por sua vez, são as reais 
responsáveis em oxidar o DNA [46]. Enquanto que as bases heterocíclicas do DNA 
são importantes alvos para modificações mediadas por radicais livres (que podem 
levar a quebra da fita do DNA) [64], o esqueleto açúcar-fosfato é também muito 
vulnerável a este ataque. A abstração de um átomo de hidrogênio da desoxirribose 
produz um radical centrado no carbono do açúcar que pode sofrer rearranjo, 
culminando na quebra da fita do DNA [65]. 
Como as reações destas espécies reativas de oxigênio com moléculas de 
DNA são inúmeras, e podem ser revistas em trabalhos como o de Burrows e Muller 








1.2 Clivagem de DNA por complexos metálicos 
 
Como já foi dito anteriormente, o complexo [Cu(1,10-fenantrolina)2]+ foi o 
primeiro complexo metálico a apresentar uma atividade nucleolítica eficiente. Esta 
atividade foi descoberta enquanto se estudava o mecanismo de inibição da enzima 
DNA polimerase I de E. coli por 1,10-fenantrolina. Inicialmente, presumiu-se que a 
inibição por esta molécula seria devido à presença de um íon de zinco 
cataliticamente essencial no sitio ativo da enzima. Entretanto, estudos subseqüentes 
estabeleceram que a inibição é resultado de uma reação nucleolítica 
surpreendentemente eficiente envolvendo o complexo [Cu(1,10-fenantrolina)2]+ e 
peróxido de hidrogênio, como um co-reagente [2].  
Desde então, inúmeros complexos metálicos têm sido descritos com atividade 
na clivagem de moléculas de DNA, tanto por mecanismos hidrolíticos [7; 8; 10; 11; 
15; 22-44] como por oxidativos [9; 45-63]. O grande interesse nesta linha de 
pesquisa pode ser notado, inclusive, pelo número de artigos de revisões sobre 
reconhecimento e hidrólise de DNA por complexos metálicos mono, bi e 
multinucleares que foram publicados recentemente [7; 8; 10; 11; 15; 16; 66-70]. 
Entretanto, não é possível fazer uma comparação direta entre a atividade destes 
complexos, uma vez que há uma grande variação nas condições experimentais 
utilizadas [10; 66]. Além disso, amostras de diferentes plasmídios comerciais podem 
diferir no comportamento cinético em razão da quantidade de pares de bases que 
eles contêm (tamanho) e da sua origem natural [66].   
Apesar destes fatos, os complexos Ce2(HXTA) [34], Cu2+-neamina [28] e 
Fe2(DTPB)(µ-O)(µ-Ac)Cl(BF4)2 [44] são considerados alguns dos complexos mais 
ativos na clivagem de moléculas de DNA encontrados na literatura. Estes e mais 
alguns outros exemplos serão descritos a seguir, e estarão subdivididos em dois 
grupos: os complexos de lantanídeos e os complexos de metais de transição. 
 
1.2.1 Complexos de lantanídeos 
 
Embora os íons hidratados de Ln3+ mostrem-se efetivos como agentes de 
clivagem de DNA, os íons livres possuem a tendência em precipitar da solução na 





estes compostos são tóxicos para os sistemas biológicos, o que requer a 
encapsulação dos mesmos no intuito de modular e direcionar sua reatividade [7]. 
Neste sentido, os compostos mais bem sucedidos incluem bases de Schiff 
macrocíclicas, ligantes polihidroxílicos, éteres coroa e azacoroas, derivados de 
poliaminocarboxilatos, derivados de DOTA (1,4,7,10-tetraazaciclododecano-
N,N,N’,N’-ácido tetracético), ácidos hidroxâmicos, polissacarídeos, micelas e vários 
sistemas mistos Ln-M (onde M = metal de transição ou outro Ln3+) [7]. Na Figura 
1.16 estão representados alguns exemplos destes ligantes utilizados em complexos 
de lantanídeos com atividade na clivagem de DNA. 
 
 
FIGURA 1.16 – Exemplos de ligantes utilizados em complexos de lantanídeos com atividade na 
clivagem de DNA. (a) BTP; (b) Bis-Tris; (c) base de Schiff macrocíclica de Morrow e colaboradores 
[71]; (d) base de Schiff macrocíclica de Zhu e colaboradores [72]; (e) composto azacoroa de Martell e 
colaboradores [73]; (f) esqueleto azacoroa de Janda e colaboradores [74]; (g) ligante DOTA-amida de 
Akkaya e colaboradores [75]; (h) ligante poliaminocarboxilato de Branun e Que [30]; (i) ligante 
intercalativo unido ao ácido hidroxâmico [76]. Figura adaptada de Franklin [7]. 
 
Branun e Que [34] mostraram a grande eficiência do complexo Ce2(HXTA) 
(onde HXTA = 5-metil-2-hidroxil-1,3-xileno-α,α-diamina-N,N,N’,N’-ácido tetracético – 
Figura 1.17) na clivagem hidrolítica de moléculas de DNA. A uma concentração de 





velocidade de 1,4 .10-4 s-1, o que corresponde a uma meia vida de 1,4 horas. Foi 
mostrado também que o complexo causa um corte de fita dupla para dez cortes de 
fita simples, indicando que a forma linear do DNA plasmidial que é gerada não é 
resultado de dois eventos de cortes de fita simples aleatórios. Apesar do rendimento 
dos produtos lineares serem baixos (~20 %), o complexo apresentou alta 
regioseletividade, gerando produtos com os terminais 5’-OPO3 e 3’-OH com alto 
rendimento (> 90 %), como os produtos de enzimas que hidrolisam o DNA. 
 
 
FIGURA 1.17 – Estrutura do ligante HXTA. 
 
1.2.2 Complexos de metais de transição 
 
Em razão de suas propriedades redox, complexos de cobre (II) tem sido 
usados frequentemente no desenvolvimento de agentes para clivagem oxidativa do 
DNA [9; 45-59]. Entretanto, há vários exemplos de complexos de cobre (II) que 
clivam DNA por um mecanismo hidrolítico [22-28; 42], sendo que o primeiro deles, 
[Cu([9]aneN3)Cl2] (onde [9]aneN3 = 1,4,7-triazaciclononano – Figura 1.18 A),   foi 
publicado por Hegg e Burstyn em 1996 [22].  
Foi mostrado que o complexo [Cu([9]aneN3)Cl2] é capaz de clivar tanto DNA 
fita simples como DNA fita dupla, e que 25 µM do complexo cliva um DNA 
superenovelado, a 50 °C e pH = 7,8, com uma constante de velocidade estimada de 
1,5 .10-5 s-1. Experimentos em condições anaeróbias mostraram que a atividade na 
ausência de oxigênio é reduzida em 30 %, indicando a ocorrência simultânea de 
uma clivagem hidrolítica preferencial e de uma clivagem oxidativa [22]. 
Cowan e colaboradores mostraram a eficiente clivagem de DNA plasmidial 
pelo complexo Cu2+-neamina, onde neamina é um aminoglicosídeo natural (Figura 





.10-4 s-1 e uma constante de ligação ao DNA de 2,4 .105 M-1. A alta afinidade do 
complexo pelo DNA foi atribuída a forte ligação do ligante aminoglicosídeo 
carregado positivamente: aparentemente isto torna o sistema muito eficiente mesmo 
em concentrações baixas (o tempo de meia vida para a forma superenovelada, na 
presença de 25 µM do complexo, é de 26 minutos). A clivagem de DNA não foi 
inibida pela presença de captadores de radicais livres e nem pela realização de 
reações em condições anaeróbias. Estes fatos evidenciam claramente um 
mecanismo de clivagem hidrolítico, além de também ter sido identificado a geração 
de terminais 5’-OPO3 e 3’-OH. 
 
 
FIGURA 1.18 – Estrutura do ligante [9]aneN3 (A) e da neamina (B). 
 
Sistemas para hidrólise de DNA por complexos bi e multinucleares de Fe3+ 
são relatados frequentemente [10]. O complexo binuclear Fe2(HPTB)(OH)(NO3)4 
(HPTB = N,N,N’,N’-tetrakis(2-benzimidazolilmetil)-2-hidroxil-1,3-diaminopropano – 
Figura 1.19 A) foi publicado inicialmente por Que e colaboradores, mostrando ser 
capaz de clivar DNA plasmidial por um mecanismo “hidrolítico” na presença de H2O2 
ou O2 e um redutor (ditiotreitol (DTT) ou ascorbato) [43]. A linearização do plasmídio 
superenovelado por este complexo não foi inibida pela presença de captadores de 
radical hidroxila. Por outro lado, foram identificados os terminais 5’-OPO3 e 3’-OH, e 
o DNA linearizado foi religado eficientemente pela enzima T4 DNA ligase. Os 
autores propõem um mecanismo pelo qual há um ataque nucleofílico à ligação 
fosfodiéster por um peróxido ligado ao centro metálico do complexo [43]. 
O complexo Fe2(DTPB)(µ-O)(µ-Ac)Cl(BF4)2 (onde DTPB = 1,1,4,7,7-penta(2’-
bezimidazol-2-ilmetil)-triazaheptano e Ac = acetato – Figura 1.19 B) descrito por Liu 
e colaboradores apresenta um dos maiores fatores de aumento de velocidade 
conhecidos, ~1010 contra DNA superenovelado [44]. A clivagem de DNA (tanto para 





de O2, não havendo a necessidade de co-reagente (como H2O2) e o DNA linearizado 
pôde ser religado, confirmando, assim, a ocorrência de um mecanismo hidrolítico. O 
complexo apresentou uma constante de afinidade alta pelo DNA plasmidial (1 .105 
M-1), provavelmente relacionada a carga altamente positiva da sua estrutura 
bimetálica. Os dados espectroscópicos sugeriram que o modo de ligação entre o 
complexo Fe2(DTPB)(µ-O)(µ-Ac)Cl(BF4)2 e o DNA deve ser pela coordenação dos 
oxigênios do esqueleto de fosfato do DNA pelos dois íons de Fe3+. Este modo de 
ligação leva a uma clivagem hidrolítica com uma  pobre especificidade de seqüência.  
 
 
FIGURA 1.19 – Estrutura do ligante HPTB (A) e do ligante DTPB (B). 
 
O nosso grupo de pesquisa também tem contribuído com este tipo de trabalho 
[32; 36-41]. Um exemplo que vale ser destacado é o do complexo 
[Fe23+(BPCINOL)2(H2O)2]2+ (Figura 1.20 A – onde BPCINOL = N-(2-hidroxilbenzil)-N-
(piridilmetil)[(3-cloro)(2-hidroxil)]propilamina), que apesar de não possuir atividade 
sobre os substratos ativados 4-nitrofenil fosfato e bis(2,4-dinitrofenil) fosfato, o 
complexo foi efetivo na hidrólise de moléculas de DNA [32]. Neste estudo é proposta 
uma interação do complexo com o sulco maior do DNA, o que resultaria numa 
geometria favorável à hidrólise da molécula, a qual não ocorreria com o substrato 
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FIGURA 1.20 – Estrutura do complexo [Fe23+(BPCINOL)2(H2O)2]2+ (A); modelagem molecular da 









2.1 Objetivo geral 
 
Caracterizar a interação dos complexos Cu2BMXD, CuMFF e Cu2L-X com 
moléculas de DNA. 
 
2.2 Objetivos específicos 
 
 Determinar a capacidade dos complexos Cu2BMXD, CuMFF e Cu2L-X de clivar 
moléculas de DNA. 
 
 Determinar o efeito do tempo e da temperatura de incubação, da concentração 
do complexo e do pH da solução na reação de clivagem de DNA pelos 
complexos Cu2BMXD, CuMFF e Cu2L-X. 
 
 Determinar o efeito da luz de uma lâmpada de tungstênio na reação de 
clivagem de DNA pelos complexos Cu2L-X. 
 
 Determinar o efeito de captadores de radicais livres (DMSO e glicerol), da 
distamicina (ligante do sulco menor do DNA) e da batocuproína (seqüestrador 
de Cu+) na reação de clivagem de DNA pelos complexos Cu2BMXD, CuMFF e 
Cu2L-X. 
 
 Determinar o efeito do O2 na clivagem de DNA pelos complexos Cu2BMXD, 
CuMFF e Cu2L-X, através da realização de reações em condições aeróbias e 
anaeróbias. 
 
 Determinar a constante de ligação intrínseca ao DNA para os complexos 






3 PARTE EXPERIMENTAL 
 




Cu2BMXD é a representação que será utilizada durante este trabalho para 
identificar o complexo [Cu2(BMXD)]4+ (Figura 3.1), onde BMXD representa o ligante 
poliaza macrocíclico 3,6,9,17,20,23-hexaazatriciclo[23.3.1.111,15]-triaconta-1(29),11 
(30),12,14,25,27-hexano que foi primeiramente sintetizado em 1990 por Menif e 
colaboradores [77]. Este ligante consiste de um macrociclo formado por dois grupos 
dietilenotriamina, separados por duas pontes m-xilil, e é capaz de formar um 
complexo mono ou binuclear de Cu(II) através da coordenação, de cada centro 
metálico, por três átomos de nitrogênio dos grupos dietilenotriamina [77]. Desta 
forma, deixando sítios de coordenação livres que, em meio aquoso, podem ser 
ocupados por H2O, HO- ou substratos aniônicos [77-79], alguns deles com 
relevância biológica [80-82]. Mais recentemente, foi mostrado que Cu2BMXD pode 
também formar um complexo com o dipeptídeo glicilglicina [83]. Foi demonstrado 
anteriormente que Cu2BMXD tem afinidade por ATP e é capaz de convertê-lo em 
ADP e ortofosfato [84]. Em virtude da sua capacidade de interação com diferentes 
ânions e da sua atividade na conversão de ATP em ADP o complexo Cu2BMXD 
tornou-se um interessante candidato para os estudos de clivagem de moléculas de 
DNA. 
O complexo Cu2BMXD foi sintetizado, e cedido para este estudo, por Gledir T. 
Stein Martins [83] do grupo do Prof. Dr. Bruno Szpoganicz, Laboratório de Equilíbrio 





























 CuMFF é a representação que será utilizada durante este trabalho para 
identificar o complexo [Cu(MFF)(Cl2)].H2O, onde MFF representa o ligante 2-
[(bis(piridilmetil)amino)metil]-4-metil-6-formilfenol (Figura 3.2). CuMFF é um 
complexo mononuclear de cobre (II) que foi sintetizado como modelo de uma 
fosfatase pelo grupo do Prof. Dr. Ademir Neves, Laboratório de Bioinorgânica e 
Cristalografia da UFSC [85]. Em solução aquosa o complexo apresenta dois pKa’s 
(pKa1 = 5,75 e pKa2 = 9,23), sendo o primeiro atribuído ao grupo fenol, enquanto que 
o segundo é atribuído à molécula de água coordenada ao cobre (Figura 3.3). A 
única, entre as três estruturas apresentadas, que ainda não foi totalmente 
caracterizada é a 3, que provavelmente resulta da substituição da molécula de água 
(estrutura 2) por um grupo hidróxido. A curva de distribuição de espécies e as 
estruturas obtidas por difração de raios-x para as espécies 1 e 2 estão apresentadas 
no anexo B [85]. No mesmo trabalho onde foi apresentada a síntese e a 
caracterização deste complexo também foi mostrado, por nosso grupo, a sua 
atividade na clivagem hidrolítica das proteínas BSA e Taq DNA polimerase [85].  
O fato de ter sido sintetizado como modelo de uma fosfatase foi a razão 
fundamental que levou o complexo CuMFF a ser testado na clivagem de moléculas 
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FIGURA 3.3 – Proposta para os equilíbrios observados para as espécies 1, 2 e 3 do complexo 




A sigla Cu2L-X se refere aos três complexos binucleares de cobre (II) [Cu2(L-
dtb)(µ-OCH3)](ClO4)2, [Cu2(L-H)(µ-OAc)(ClO4)][ClO4].H2O e [Cu2(L-NO2)(µ-OAc) 
(H2O)(ClO4)], que por sua vez serão representados neste trabalho como Cu2L-dtb, 
Cu2L-H e Cu2L-NO2, respectivamente. Estes complexos foram sintetizados por 
Rosely A. Peralta (durante a realização de sua tese de doutorado no grupo do Prof. 
Dr. Ademir Neves, Laboratório de Bioinorgânica e Cristalografia da UFSC) 
inicialmente como modelos estruturais e/ou funcionais para o sítio ativo das catecol 
oxidases [86].  Os ligantes H2L-dtb, H2L-H e H2L-NO2 (respectivamente para os 
complexos Cu2L-dtb, Cu2L-H e Cu2L-NO2), onde H2L-H = 2-[N-bis-(2-
piridilmetil)aminometil]-4-metil-6-N’-[(2-piridilmetil)(2-hidróxibenzil)aminometil]fenol, 
diferenciam-se por substituições no anel fenólico terminal, como representado na 
















Ligante               R1               R2
H2L-dtb         -C(CH3)3     -C(CH3)3
H2L-H            -H               -H
H2L-NO2        -NO2           -H
FIGURA 3.4 – Estrutura química dos ligantes dos complexos Cu2L-X. 
 
As estruturas dos três complexos já foram resolvidas por difratometria de 
raios-x, e são apresentadas no anexo C [86]. Para o complexo Cu2L-dtb foram 
obtidas estruturas tanto para a espécie com o anel fenólico protonado, como para a 
espécie desprotonada. Uma representação das estruturas destes complexos é 
apresentada na Figura 3.5.  
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FIGURA 3.5 – Representação da estrutura química dos complexos Cu2L-X: (A) Cu2L-dtb protonado; 





Em solução, os complexos Cu2L-X apresentam três pKa’s, cujos valores são 
apresentados na Tabela 3.1 (as curvas com as distribuições das espécies são 
apresentadas no anexo D [86]). A primeira constante foi atribuída à desprotonação 
do grupo fenol terminal, visto que os pKa’s sofrem influência do efeito do 
substituinte. A segunda constante foi atribuída à formação de uma espécie contendo 
uma ponte do tipo hidróxido entre os centros metálicos, após a hidrólise dos grupos 
ponte. Finalmente, a terceira constante foi atribuída à desprotonação de uma 
molécula de água coordenada ao centro de Cu(II) [86]. A Figura 3.6 apresenta um 
esquema com os equilíbrios propostos por Peralta para os complexos Cu2L-X [86]. 
 
TABELA 3.1 – Valores de pKa determinados para os complexos Cu2L-X [86]. 
Complexo pKa1 pKa2 pKa3
Cu2L-dtb 5,23 5,94 7,59 
Cu2L-H 4,81 5,93 7,60 
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FIGURA 3.6 – Esquema da proposta para os equilíbrios observados para os complexos Cu2L-X [86]. 
 
O interesse no estudo da clivagem de moléculas de DNA pelos complexos 
Cu2L-X vem do fato de que H2L-H é o mesmo ligante dos complexos [FeIIINiII(L-
H)(OAc)2]ClO4 e [FeIIICuII(L-H)(OAc)2]ClO4. Estes complexos foram sintetizados 
como modelos para as fosfatases ácidas púrpuras e, em trabalhos realizados por 
nosso grupo, foi mostrado que ambos interagem com moléculas de DNA [38; 40]. O 
complexo [FeIIICuII(L-H)(OAc)2]ClO4, inclusive, mostrou ser ativo na clivagem 









3.2 DNA plasmidial 
 
Neste trabalho foi utilizado como modelo de molécula de DNA o plasmídio 
pBluescript® II SK(+) (pBSK-II), Stratagene. Este plasmídio é derivado do pUC19, 




FIGURA 3.7 – Mapa do plasmídio pBSK-II. 
 
Plasmídios são pequenas moléculas circulares de DNA fita dupla (em geral 
alguns milhares de pares de bases), extracromossomais e replicados 
independentemente do cromossomo, presentes (uma ou mais cópias) em muitas 
bactérias, mas também encontrados em alguns organismos eucarióticos unicelulares 
como leveduras e outros fungos [13]. Na natureza, alguns plasmídios conferem 
resistência a toxinas e antibióticos no ambiente. São facilmente extraídos intactos de 
bactérias, e podem ser geneticamente modificados, ou seja, é possível extrair, 
modificar e clonar genes através de técnicas de biologia molecular [13].  
As moléculas de DNA no interior das células estão altamente compactadas 
para ocupar o menor espaço possível, desta maneira o DNA plasmidial se encontra 
numa forma onde o eixo da dupla hélice do DNA está enrolado ao redor de si 
mesmo, gerando uma nova hélice, chamada super-hélice. Esta conformação 
também é usualmente chamada de superenovelada (forma I, ou simplesmente F I). 





DNA ao redor de si mesma, e também micrografias eletrônicas de moléculas de 




















FIGURA 3.8 – Superenovelamento do DNA (A) Representação esquemática do enrolamento do eixo 
da molécula de DNA ao redor de si mesma; (B) Micrografias eletrônicas de moléculas de DNA circular 
(mais a esquerda) e com diferentes graus de superenovelamento (em direção à direita) [13]. 
 
3.3 Esterilização dos materiais e soluções 
 
Todos os materiais utilizados neste estudo, como ponteiras, tubos plásticos 
(microtubos e tubos tipo “Falcon”), frascos de vidro e placas de petri foram 
esterilizados em autoclave vertical (modelo AV 75, Phoenix equipamentos 
científicos) por 15 minutos a 120°C e pressão de 1 kgf/cm2. As soluções utilizadas 





(tampões) com filtros Millex® GV, Millipore (membrana de PVDF hidrofílica de baixa 
ligação, 0,22 µm de tamanho de poro).  
A água utilizada no preparo de todas as soluções utilizadas neste trabalho foi 
obtida de um sistema de ultrapurificação de água Simplicity®, Millipore. Este sistema 
produz água ultrapura do tipo I ASTM, com resistividade de 18,2 MΩ.cm a 25°C e 
quantidade de carbono orgânico total (COT) de 15 ppb. 
Todos os tampões utilizados neste trabalho foram adquiridos exclusivamente 
da SIGMA e com pureza para biologia molecular (livre de DNase, RNase e 
protease). Os demais reagentes utilizados neste trabalho foram adquiridos de fontes 
comerciais e utilizados sem purificação prévia, com exceção da distamicina, da 
batocuproína e do DNA de timo de bezerro (CT-DNA – “Calf Thymus DNA”) que 
também foram adquiridos exclusivamente da SIGMA. 
Toda a manipulação de bactérias foi realizada em condições estéreis em uma 
capela de fluxo laminar modelo VLFS-12, Veco. 
 
3.4 Preparação de bactérias competentes 
 
 A metodologia empregada é baseada no protocolo descrito por Ausubel [87], 
e tem por finalidade tornar cepas bacterianas capazes de incorporar facilmente 
fragmentos de DNA, através de tratamento químico. A cepa utilizada neste trabalho 
foi a E. coli DH5α. 
 Foram inoculados 4 ml de uma cultura de bactéria pré-crescida durante a 
noite a 37°C, em 50 ml de meio LB líquido (peptona 1%, extrato de levedura 0,5%, 
NaCl 1% em pH = 7,5). Esta cultura foi incubada a 37 ºC, sob agitação (140 rpm), 
até atingir A590 = 0,4 (aproximadamente 18 horas). A cultura foi então dividida em 
alíquotas, em microtubos, e mantida no gelo por 10 minutos. Os tubos foram 
centrifugados 7 minutos a 1600 g e 4°C. O sobrenadante foi desprezado por 
inversão e foram adicionados ao precipitado 10 ml de solução de CaCl2 gelado 
(CaCl2 60 mM, glicerol 15%, tampão PIPES 10 mM pH = 7,0). Os tubos foram 
centrifugados por 5 minutos a 1600 g e 4°C, em seguida o sobrenadante foi 
descartado e foram adicionados mais 10 ml de solução de CaCl2 ao precipitado, 
mantendo-se no gelo por 30 minutos. Os tubos foram novamente centrifugados por 5 





bacterianas foram suspendidas em 1,5 ml de solução de CaCl2, sendo divididas em 
alíquotas de 150 µl e congeladas em freezer a -80°C, para posterior uso. 
 
3.5 Transformação de bactérias 
 
 Esta metodologia também é baseada em protocolo descrito por Ausubel [87], 
e tem por objetivo introduzir o plasmídio desejado nas bactérias competentes, 
através de choque térmico. Com isso, se obtém, em placas de petri com meio sólido, 
colônias de bactérias transformadas.  
As bactérias competentes e o plasmídio desejado foram retirados do freezer -
80°C e descongelados em banho de gelo. Foram transferidos 10-100 ng do 
plasmídio para um tubo com 50 µl de bactérias. Este foi deixado no gelo por 15 
minutos sendo, em seguida, transferido para um banho a 37-42°C por 1 minuto. 
Após ser adicionado 1 ml de meio LB líquido, o tubo foi deixado por 1 hora em estufa 
a 37°C. Este foi então centrifugado por 2 minutos a 5000 g, para retirada de 750 µl 
do sobrenadante. As bactérias foram suspendidas com o restante da solução e 
transferidas para uma placa de petri com meio LB sólido (peptona 1%, extrato de 
levedura 0,5%, NaCl 1%, agar 1,5% em pH = 7,5) e ampicilina (100 µg/ml de meio 
LB – antibiótico utilizado para a seleção das bactérias portadoras do plasmídio). 
Com auxílio de uma alça de vidro, a solução foi espalhada pela placa e esta levada 
para estufa a 37°C com a tampa para cima, por 1 hora. Após este período, a placa 
foi virada com a tampa para baixo e deixada em incubação durante a noite, para 
crescimento das bactérias. Por fim, a placa foi armazenada em geladeira por no 
máximo 10 dias (sendo que ao término deste período é necessário repicar a placa 
ou fazer nova transformação).  
 
3.6 Extração de DNA plasmidial 
 
 A extração de DNA plasmidial foi realizada com o kit comercial HiSpeed™ 
Plasmid Maxi Kit, QIAGEN, seguindo protocolo padrão do fabricante [88]. A Figura 
3.9 mostra um esquema das etapas do processo de purificação de DNA plasmidial 







FIGURA 3.9 – Esquema representativo do princípio do método utilizado pelo kit comercial HiSpeed™ 
Plasmid Maxi Kit, QIAGEN [88]. 
 
3.7 Quantificação e pureza do DNA plasmidial 
 
A concentração de ácidos nucléicos na solução pode ser facilmente calculada 
a partir da absorvância a 260 nm. Entretanto, existe uma faixa de A260 onde esta 
leitura é reprodutível e, conseqüentemente, leva à resultados confiáveis.  A Figura 
3.10 mostra um gráfico com o desvio padrão das leituras de A260 para diversas 
diluições de uma solução de DNA [88]. Pode ser notado neste gráfico que as leituras 
de A260 entre 0,1 e 1,0 são bem reprodutíveis. Por outro lado, as leituras <0,1 e >1,0 
não apresentam boa reprodutibilidade. Além disso, as leituras acima de 3,0 estão 
incorretas, o que, potencialmente, pode levar a uma quantidade de DNA 
subestimada [88]. Portanto, para a realização de uma quantificação de DNA 
confiável, as medidas de A260 devem estar entre 0,1 e 1,0. Para se determinar a 
concentração de quantidades pequenas de DNA, a quantificação por eletroforese 






FIGURA 3.10 – Confiabilidade das leituras de A260. As leituras de A260 foram tomadas de diluições 
seriais de um DNA plasmidial. Para cada amostra a porcentagem de desvio padrão foi plotado contra 
a média de 4 valores de A260. A região azul da curva representa a faixa de leitura de A260 que é mais 
reprodutível (0,1 – 1,0). A região vermelha representa leituras de A260 com alto desvio padrão [88]. 
 
A concentração de DNA é determinada utilizando-se ε = 2.10-2 ml.mg-1.cm-1, 
que é um valor médio das absortividades das bases do DNA em 260 nm [87]. 
 Concomitantemente à determinação da concentração, foi feita uma avaliação 
da pureza do DNA plasmidial obtido, onde os principais contaminantes são RNA e 
proteínas (absorve em 280nm). Esta avaliação é feita através do valor da relação 
A260/A280, onde valores entre 1,8 e 1,9 indicam uma solução de DNA com alta pureza 
[87].  
 Todas as medidas espectrofotométricas para a quantificação e pureza do 
DNA plasmidial, como os espectros eletrônicos obtidos para os complexos em 
estudo, foram realizadas num espectrofotômetro Ultrospec 2100 pro, Amersham 
Biosciences. 
  
3.8 Estudos com moléculas de DNA 
 
3.8.1 Clivagem de DNA 
 
A metodologia empregada na avaliação da clivagem, ou quebra das fitas, de 
moléculas de DNA se baseia em duas propriedades das diferentes formas do DNA 
plasmidial. Primeiramente, o superenovelamento faz com que a molécula de DNA 
esteja tensionada e que ao sofrer um corte em uma das fitas tenda a perder esta 





(forma II ou F II – Figura 3.11A). Um segundo corte, mas agora na fita oposta, leva à 
abertura do DNA circular gerando a forma linear do plasmídio (forma III ou F III – 
Figura 3.11A). Em segundo lugar, as três diferentes formas do DNA plasmidial (F I, F 
II e F III) apresentam mobilidades distintas umas das outras numa eletroforese em 
gel de agarose. Esta distinção de mobilidade (F I > F III > F II), devido ao diferente 
grau de compactação das moléculas, torna possível a completa separação, e 
























FIGURA 3.11 – As três diferentes formas do DNA plasmidial. (A) representação esquemática das três 
diferentes formas das moléculas de DNA plasmidial. (B) foto ilustrativa de um gel de agarose de 
amostras do plasmídio pBSK-II, expostas a condição (de crescente intensidade) capaz de gerar 
cortes nas fitas do DNA. A última amostra se refere ao plasmídio pBSK-II digerido (quase que 
completamente, pois ainda há as formas I e II) com a enzima de restrição BamHI. 
 
A Figura 3.11B mostra um gel de agarose de amostras do plasmídio pBSK-II 
com níveis crescentes de clivagem. Esta figura ilustra como é possível avaliar a 
clivagem de moléculas de DNA, uma vez que com o aumento dos “cortes” nas 
amostras de DNA há uma diminuição no conteúdo de F I, um aumento de F II e 
posterior aparecimento de F III. O aparecimento de F III, por sua vez, pode 
acontecer de duas maneiras: a primeira, em eventos de cortes independentes, em 
fitas opostas, na molécula de DNA (caso das amostras 1-5 da Figura 3.11B); a 





consecutivamente. Esta última é o que acontece quando um DNA plasmidial é 
tratado com uma enzima de restrição, que corta ambas as fitas do DNA. A última 
amostra da Figura 3.11B ilustra estas observações, uma vez que este é o resultado 
do tratamento do plasmídio pBSK-II com a enzima de restrição BamHI (que 
reconhece apenas um único sítio de corte neste plasmídio). 
Os experimentos de clivagem de DNA foram realizados através da incubação 
dos complexos metálicos em estudo com 330 ng do plasmídio pBSK-II 
superenovelado, num volume final de reação de 20 µl. Isto corresponde a uma 
concentração de DNA de 25 µM, em pares de bases (pb). Em virtude de terem sido 
testados diferentes complexos e em diferentes condições de pH, temperatura, tempo 
de incubação e presença de outras substâncias (inibidores, por exemplo), a 
condição específica de cada experimento será descrita juntamente com a 
apresentação do respectivo resultado. 
Ao término do período de incubação as reações foram interrompidas pela 
adição de 4 µl de tampão de corrida 6X concentrado (EDTA 0,25 M, glicerol 50% e 
azul de bromofenol 0,01% - pH 8,0) e imediatamente resfriadas em banho de gelo. 
Em seguida, as amostras foram submetidas à eletroforese em gel de agarose ou 
armazenadas a -20°C para uso posterior. 
 
3.8.2 Clivagem anaeróbia – atmosfera de argônio 
 
Esta metodologia foi empregada com a finalidade de se avaliar a influência do 
oxigênio (O2) nas reações de clivagem de DNA pelos complexos metálicos em 
estudo, como previamente descrita em trabalhos do nosso grupo [37; 39]. A água 
desoxigenada foi preparada num procedimento de duas etapas: primeiro, a água foi 
submetida à agitação sob vácuo, até completa eliminação das bolhas de ar; em 
seguida foi equilibrada com argônio (borbulhando argônio através da água) para 
ajudar no processo de desoxigenação. Esta água foi mantida sob atmosfera de 
argônio até o momento do uso. Todas as soluções e misturas reacionais foram 
preparadas dentro de um glove bag™ (Figura 3.12) modelo X-27-27, I2R. As 
amostras foram, então, incubadas dentro de um dessecador selado e preenchido 





as reações foram interrompidas e submetidas às mesmas condições e 
procedimentos das realizadas na presença de oxigênio.  
 
 
FIGURA 3.12 – Ilustração do glove bag utilizado para a realização dos experimentos em atmosfera 
isenta de oxigênio. 
 
3.8.3 Eletroforese em gel de agarose 
 
A eletroforese em gel de agarose é um método padrão usado para separar, 
identificar e até purificar ácidos nucléicos (DNA ou RNA) e seus fragmentos, 
especialmente por ser uma técnica simples e relativamente rápida. 
A agarose é um polissacarídeo extraído de certos gêneros de algas 
vermelhas do gênero Rhodophyceae. Este polissacarídeo consiste na repetição do 
dissacarídeo formado entre os resíduos de β-D-galactose (ligado pelas posições 1,3) 
e 3,6-anidro-α-L-galactose (ligado pelas posições 1,4), como representado na Figura 
3.13A. Géis de vários graus de pureza podem ser obtidos pela remoção da 
agaropectina, e que se caracterizam pelo ponto de fusão (35 a 95 ºC) e grau de 
eletroendoosmose (que é dependente do número de grupos polares). A agarose 
quando dissolvida em água fervente e depois resfriada, forma um gel com o aspecto 
representado na Figura 3.13B. Neste processo são formadas duplas hélices que se 
unem lateralmente para formar filamentos relativamente finos, formando, assim, 
poros. Estes poros têm seu tamanho variado de acordo com a concentração do gel, 
ou seja, quanto mais concentrado em agarose, menor o tamanho dos poros. Devido 
a esta característica é possível relacionar o tamanho das moléculas de DNA (linear) 





eficiente. A Tabela 3.2 mostra a relação entre as diversas faixas de tamanho do DNA 




β-D-galactose                3,6-anidro-α-L-galactose
n
(B) (A) 
FIGURA 3.13 – Estrutura da agarose. (A) Estrutura química da unidade de repetição da agarose; (B) 
Morfologia do polímero durante a formação do gel [89]. 
 
TABELA 3.2 – Concentração necessária de agarose no gel para uma eficiente separação de 
moléculas de DNA linear de diferentes tamanhos [90]. 
Concentração de 
agarose (%) 
Faixa de tamanho 
do DNA (pb) 
0,3 5.000 – 60.000 
0,6 1.000 – 20.000 
0,7 800 – 10.000 
0,9 500 – 7.000 
1,2 400 – 6.000 
1,5 200 – 3.000 
2,0 100 – 2.000 
         
Entretanto, como já foi discutido, não só o tamanho da molécula de DNA é 
importante na separação num gel de agarose, mas também a forma desta molécula. 
As formas F I, F II e F III de um DNA plasmidial possuem o mesmo tamanho, porém 
migram com velocidades distintas, graças a diferenças na sua conformação ou 
compactação.  
A preparação dos géis de agarose foi feita a partir da dissolução, sob 
aquecimento em forno de microondas, da quantidade necessária de agarose para 
um gel com concentração de 1,0 % (m/v), em tampão TBE 0,5 X (Tris 44,5 mM, 
ácido bórico 44,5 mM, EDTA 1 mM – pH 8,0 ). Após resfriamento da solução até 
60°C, é adicionado o brometo de etídio (concentração final de 0,3 µg/ml), e a 
solução resultante é despejada numa forma adequada para dar formato ao gel e aos 
poços onde serão aplicadas as amostras (Figura 3.14A). Este resfriamento da 





a formação de vapores desta substância que é extremamente perigosa, por ser 
mutagênica. Após o resfriamento total, os géis resultantes são levados para uma 
cuba de eletroforese horizontal (modelo Horizon® 11-14, Life Technologies™ ou Sub-
Cell® GT, BioRad)  contendo tampão TBE 0,5 X. Este tipo de eletroforese também é 
conhecido como submarina, devido ao fato de o gel estar completamente imerso no 
tampão. 
 Foram aplicados 20 µl de cada amostra nos poços do gel, para em seguida 
ser aplicado uma tensão de 3 a 5 V/cm (distância entre os eletrodos), por 
aproximadamente 2 horas, ou até que a frente de migração (azul de bromofenol) 
atingisse o final do gel. As fontes de corrente contínua Life Technologies™ modelo 
250 ou 250EX foram utilizadas. A Figura 3.14 mostra de maneira ilustrativa a 
realização deste tipo de eletroforese.  
A qualidade da separação dos fragmentos de DNA, ou no caso as diferentes 
formas do DNA plasmidial,  é dependente de vários fatores, dentre eles a velocidade 
de migração. Esta é, para um fragmento de DNA linear, proporcional à voltagem 
aplicada, ou seja, quanto maior a voltagem, maior a velocidade de migração. 
Entretanto, a efetividade da separação diminui com este aumento de velocidade. 
Portanto, deve-se fazer um balanço entre o tempo de corrida e a qualidade da 
separação, para definição da voltagem a ser aplicada. 
Outro fator a ser considerado é a concentração do tampão utilizado na cuba 
de eletroforese. A utilização de tampões muito concentrados pode levar a um 
aquecimento excessivo do gel (devido à elevada concentração de íons, e 
conseqüente elevação da corrente), o que pode provocar, inclusive, a desnaturação 
da dupla fita do DNA. 
Por fim, os géis resultantes são digitalizados num sistema de 
fotodocumentação DigiDoc.It System (UVP), basicamente composto por um 
transiluminador UV (λ = 302 nm) e uma câmera digital acoplada a um 
microcomputador. Em seguida são analisados (quantificação das bandas 
resultantes) com o software LabWorks™ 4.0, UVP. 
Após a quantificação das bandas é necessário multiplicar os valores de F I 
por um fator de correção, uma vez que a ligação do brometo de etídio é menor para 
esta forma [62]. Foi utilizado o valor de 1,4 como fator de correção, que é uma média 









FIGURA 3.14 – Eletroforese em gel de agarose. A matriz é solidificada deixando-se formar poços (A) 
nos quais as amostras de DNA serão depositadas (B) e submetidas a um campo elétrico (C). Os 
fragmentos apresentam uma migração diferencial de acordo com o tamanho ou forma (D) [92]. 
 
3.8.4 Espectroscopia eletrônica 
 
Foi utilizada a titulação espectrofotométrica dos complexos metálicos em 
estudo com CT-DNA para se caracterizar a ligação destes compostos com 
moléculas de DNA [24; 45; 54; 55; 63; 93-95]. Para tanto, foram feitos espectros 
eletrônicos UV-Vis de soluções com valores crescentes de [CT-DNA]/[complexo] (R), 
para cada complexo. Com esses espectros, foram avaliadas mudanças na absorção 
dos complexos, bem como deslocamento do comprimento de onda de absorção 
máxima. Foram também calculadas as constantes de ligação intrínsecas (Kb) dos 





(1) [DNA]/(εA - εF) = [DNA]/(εB - εF) + 1/Kb(εB - εF) 
Nesta equação εF, εA e εB correspondem respectivamente ao coeficiente de 
extinção para o complexo metálico livre, ao coeficiente de extinção para cada adição 
de DNA e ao coeficiente de extinção para o complexo metálico completamente 
ligado. Para se determinar o valor de Kb é feito um gráfico de [DNA]/(εA - εF) x [DNA], 
faz-se um ajuste linear dos dados e através da razão entre a inclinação e o 
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O estudo realizado com o complexo Cu2BMXD na clivagem de moléculas de 
DNA que será apresentado e discutido nesta seção é um prosseguimento ao estudo 
iniciado por Manuel S. R. Couto, ex-aluno do nosso laboratório. A maioria destes 
resultados obtidos para o complexo Cu2BMXD já estão publicados [96]. 
A Figura 4.1 apresenta o resultado da incubação do plasmídio pBSK-II com 
diferentes concentrações do complexo Cu2BMXD. Como pode ser visto nesta figura, 
e pela quantificação das bandas observadas no gel (Figura 4.2), após um período de 
18 horas de incubação a 50 °C e pH = 7,0 (50 mM de tampão PIPES) o plasmídio 
superenovelado (F I) é convertido para a forma F II e, inclusive, para F III. É evidente 
também a dependência da concentração do complexo na solução para este 
processo de clivagem. 
  






FIGURA 4.1 – Clivagem de DNA plasmidial por diferentes concentrações do complexo Cu2BMXD. 
Poço 1: controle – somente DNA (pBSK-II 30 µM pb); poços 2 – 6: DNA + Cu2BMXD 1, 2,5, 5, 10 e 20 
µM, respectivamente. Todas as amostras foram incubadas por 18 horas a 50°C em tampão PIPES 50 
mM, pH = 7,0. 
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FIGURA 4.2 – Efeito da concentração do complexo Cu2BMXD. Gráfico da porcentagem das formas 
do DNA plasmidial em função da concentração do complexo Cu2BMXD, representando a 
quantificação das bandas do gel mostrado na Figura 4.1.  
 
A dependência do tempo e da temperatura de incubação também foi avaliada, 
e os resultados destes experimentos estão demonstrados na Figura 4.3 e Tabela 
4.1. Como um único corte em uma molécula de DNA plasmidial superenovelada já é 
suficiente para converter o plasmídio para a forma F II, considerou-se cada molécula 
do plasmídio pBSK-II como o “substrato” do complexo Cu2BMXD. Desta maneira, 
como os experimentos foram realizados com concentrações do complexo e do 
plasmídio de 20 µM e 10 nM, respectivamente, os resultados foram tratados como 
uma reação de pseudo-primeira ordem. Sendo assim, na Figura 4.3 é apresentado 
um gráfico de ln(fração de F I) x tempo, onde a fração de F I corresponde a % de F I 
num determinado tempo, dividida pela % de F I no tempo zero. Neste gráfico pode 
ser visto que o tratamento utilizado foi adequado para o sistema, uma vez que foi 
capaz de linearizar os dados. Através deste gráfico foi possível calcular as 
constantes de velocidade de pseudo-primeira ordem (k) para a clivagem do DNA 
plasmidial pelo complexo Cu2BMXD a diferentes temperaturas (Tabela 4.1).  
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FIGURA 4.3 – Variação de ln(F I) em função do tempo de reação, para diferentes temperaturas. 
Gráfico menor inserido na figura – gráfico de ln k em função de 1/T, calculado a partir dos dados 
cinéticos. [Cu2BMXD] = 20 µM; [pBSK-II] = 10 nM; tampão PIPES 50 mM. 
 
 
TABELA 4.1 – Valores de k para a clivagem de DNA pelo complexo Cu2BMXD, a diferentes 
temperaturas. 
Temperatura (°C) k (x 10-7 s-1) 
20 7,0 ± 1,6 
30 19,3 ± 2,9 
50 57,4 ± 2,1 
60 151,4 ± 4,8 
 
 
Com estes dados de k a diferentes temperaturas, e utilizando-se um gráfico 
de ln k x 1/T (gráfico menor inserido na Figura 4.3) pode ser calculada a energia de 
ativação (Ea) do sistema, segundo a equação de Arrhenius (equação 2). 
(2) k = Ae-Ea/RT
Nesta equação R é a constante dos gases, T a temperatura absoluta e A uma 
constante chamada de fator pré-exponencial. O valor desta energia foi determinado 
como sendo 58,6 kJ.mol-1, um valor que é superior a barreira difusional para 
pequenas moléculas (ao redor de 20 kJ.mol-1 [97]). Dois eventos são considerados 
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como contribuintes para essa barreira energética. O primeiro poderia ser a exigência 
de mudanças estruturais na molécula de DNA para a acomodação do complexo, 
durante a etapa lenta do mecanismo de reação. O outro pode estar relacionado com 
a ativação do centro metálico em produzir radical hidroxila (HO⋅), que por sua vez 
seria de fato o responsável pelo processo de clivagem.  
O envolvimento do HO⋅ pode ser notado pela evidente inibição da clivagem 
do DNA plasmidial pelo complexo Cu2BMXD na presença de DMSO e glicerol, 
conhecidos captadores, ou seqüestradores, de HO⋅ (Figura 4.4 e 4.5). Na Figura 4.4 
é apresentado o gel resultante das amostras de DNA plasmidial incubados com 
diferentes concentrações do complexo Cu2BMXD na presença de DMSO e glicerol. 
As amostras controle deste experimento (sem os captadores) são as que foram 
anteriormente apresentadas na Figura 4.1. A Figura 4.5 apresenta a fração de F I 
para cada uma destas amostras, onde pode ser notado que, apesar de o DMSO e o 
glicerol estarem em excesso em relação à concentração do complexo (10 % na 
reação, o que corresponde a ~1,4 M de cada um deles), a inibição da reação foi 
apenas parcial, para ambos. Este fato pode ser resultado da presença de um ciclo 
catalítico que estaria continuamente gerando HO⋅.  
 





FIGURA 4.4 – Influência de captadores de HO⋅ na clivagem de DNA plasmidial por diferentes 
concentrações do complexo Cu2BMXD. Poços 1 – 6: DMSO 10 %; poços 7 – 11: glicerol 10 %; poços 
1 e 7: controle – somente DNA (pBSK-II 30 µM pb); poços 2 e 8: DNA + Cu2BMXD 1 µM; poços 3 e 9: 
DNA + Cu2BMXD 2,5 µM; poços 4 e 10: DNA + Cu2BMXD 5 µM; poços 5 e 11: DNA + Cu2BMXD 10 
µM; poços 6: DNA + Cu2BMXD 20 µM. Todas as amostras foram incubadas por 18 horas a 50°C em 
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FIGURA 4.5 – Variação da fração de F I em função da concentração do complexo Cu2BMXD, na 
ausência e presença de DMSO e glicerol. Os valores da fração de F I foram obtidos pela 
quantificação das bandas dos géis mostrados nas Figuras 4.4 e 4.1.  
 
Com a finalidade de se avaliar a influência do oxigênio molecular (O2) no 
processo de clivagem de DNA plasmidial pelo complexo Cu2BMXD, foram 
realizadas, paralelamente, reações em condições aeróbias e anaeróbias (atmosfera 
de argônio). A Figura 4.6 mostra o resultado deste experimento, onde é utilizado o 
sistema [Fe(EDTA)]2-/DTT como controle positivo, uma vez que este é um conhecido 
sistema gerador de HO⋅ na presença de O2, através da reação de Fenton. Este 
radical pode ser formado através da série de reações mostradas nas equações 3 – 6 
[65; 98; 99]: 
(3) [Fe(EDTA)]2- + O2 → [Fe(EDTA)]- + O2-⋅ 
(4) 2 O2-⋅ + 2H+ →  H2O2 + O2
(5) [Fe(EDTA)]2- + H2O2 → [Fe(EDTA)]- + HO⋅ + HO-
(6) [Fe(EDTA)]-  → [Fe(EDTA)]2-DTT 
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FIGURA 4.6 – Clivagem de DNA plasmidial por Cu2BMXD em condições aeróbias e anaeróbias. 
Poços 1 – 6: condições aeróbias; poços 7 – 12: condições anaeróbias (atmosfera de argônio); poços 
1 e 7: controle – somente DNA (pBSK-II 30 µM pb); poços 2 e 8: DNA + Cu2BMXD 20 µM; poços 3 e 
9: DNA + Fe(EDTA)2- 100 µM + DTT 10 mM; poços 4 e 10: DNA + DMSO 400 mM; poços 5 e 11: 
DNA + DMSO 400 mM + Cu2BMXD 20 µM; poços 6 e 12: DNA + DMSO 400 mM + Fe(EDTA)2- 100 
µM + DTT 10 mM. Todas as amostras foram incubadas por 4 horas a 50°C em tampão PIPES 50 mM, 
pH = 7,0. Acima da foto do gel é mostrado um gráfico com a quantificação das diferentes formas do 
DNA plasmidial de cada amostra. 
 
Primeiramente, pode ser notado que em todas as amostras há o 
aparecimento de uma banda logo acima a de F II. Esta banda corresponde ao 
dímero do plasmídio superenovelado, que é uma forma que pode estar presente em 
muitas preparações de DNA plasmidial, como resultado das condições de 
crescimento bacteriano (cepa bacteriana utilizada, concentração salina, velocidade 
de agitação, temperatura e tempo de crescimento) e metodologia empregada para 
extração do DNA. Entretanto, a presença desta forma do DNA plasmidial nas 
amostras não influencia o resultado final deste experimento. 
Em relação ao resultado do experimento, pode ser observado que a clivagem 
tanto pelo complexo Cu2BMXD (comparar poços 2 e 5), como pelo sistema 
[Fe(EDTA)]2-/DTT (comparar poços 3 e 6), foi inibida parcialmente pela presença de 
DMSO na reação. Entretanto, a inibição para este último foi muito mais evidente. 
Também pode ser notado que a clivagem do DNA pelo sistema [Fe(EDTA)]2-/DTT é 
completamente inibida quando realizada numa atmosfera livre de oxigênio (comparar 
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poços 3 e 9), enquanto que para o complexo Cu2BMXD ainda resta uma pequena 
atividade residual (comparar poços 2 e 8). 
Estes resultados indicam que a presença de O2 tem um papel fundamental no 
processo de clivagem de DNA pelo complexo Cu2BMXD, desta forma fornecendo 
forte evidência de um mecanismo oxidativo envolvido neste processo de clivagem. 
Porém, nenhum agente redutor externo foi adicionado (por exemplo, H2O2 e 
ascorbato, que poderiam reduzir o Cu2+ a Cu+ e, através de uma série de reações, 
causarem dano às moléculas de DNA), o que indica que alguma das espécies 
presentes no sistema reacional em estudo esteja fazendo tal papel. 
Wang e Sayre [100; 101] mostraram que o complexo de cobre (II)  
[Cu2+(batho)2] (onde batho = 2,9-dimetil-4,7-difenil-1,10-disulfonato de fenantrolina) é 
capaz de oxidar aminas terciárias, incluindo os tampões MES, HEPES e PIPES 
(Figura 4.7). Nestes trabalhos eles descrevem que qualquer complexo metálico com 
potencial de redução superior a 0,6 V contra ENH (eletrodo normal de hidrogênio) é 













FIGURA 4.7 – Estrutura química dos tampões MES (A), HEPES (B) e PIPES (C). 
 
Com a finalidade de se verificar se o próprio tampão PIPES poderia estar 
atuando como um agente redutor para o complexo Cu2BMXD, foi realizado 
experimentos substituindo-se o tampão em estudo pelo tampão fosfato de sódio.  A 
Figura 4.8 apresenta o resultado de tais experimentos. 
Apesar da clivagem de DNA (representada pela diminuição de F I) ter sido 
inibida na presença de tampão fosfato, ela continua acontecendo. Este fato indica 
que a presença do tampão PIPES (atuando como redutor do centro metálico) não é 
um requisito para a reação de clivagem de DNA pelo complexo Cu2BMXD. A inibição 
na reação de clivagem de DNA deve ser resultado de uma competição entre o 
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fosfato do tampão e o DNA pelo complexo, uma vez que já foi mostrado 
anteriormente que este complexo tem afinidade por fosfato inorgânico [78].  




















FIGURA 4.8 – Efeito do tampão na clivagem de DNA plasmidial por Cu2BMXD. Gráfico da fração de F 
I em função da concentração do complexo Cu2BMXD, na presença de tampão PIPES 50 mM, tampão 
fosfato de sódio 10 e 50 mM. Todas as amostras foram incubadas a 50°C por 8 horas e pH = 7,0. 
 
Adicionalmente, o potencial redox deste complexo foi determinado por 
voltametria cíclica por Rosely A. Peralta – Laboratório de Bioinorgânica e 
Cristalografia da UFSC [96]. O complexo apresentou dois processos redox 
irreversíveis a -0,29 e -0,42 V contra ENH, considerados como potenciais de pico 
catódico, e atribuídos aos sucessivos pares redox apresentados nas equações 7 e 8. 
(7) 2Cu2+ + 1e– → Cu2+Cu+
(8) Cu2+Cu+ + 1e– → 2Cu+
Estes valores estão deslocados catodicamente 0,89 e 1,02 V, 
respectivamente, em relação ao valor sugerido por Wang e Sayre [100; 101]. 
Portanto, estes resultados indicam que não ocorre uma reação redox entre o 
complexo Cu2BMXD e o tampão PIPES. 
Uma outra observação relevante para o entendimento das reações envolvidas 
no sistema em estudo é a de que quando se preparou um grande volume de reação 
(1 ml - 500 µM de Cu2BMXD em 50 mM tampão PIPES pH = 7,0) sob atmosfera de 
argônio, foi formado rapidamente um precipitado branco (e a solução perdeu sua 
coloração azul) ao se adicionar CT-DNA (250 µM pb) à solução. Este precipitado foi 
dissolvido ao se passar ar através da solução, readquirindo sua coloração azul. A 
formação deste precipitado foi atribuída à redução de Cu2+ a Cu+ (menos solúvel), e 
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a sua dissolução (com a volta da coloração azul) à reoxidação de Cu+ a Cu2+ na 
presença de O2 (ar). 
Estes resultados sugerem que a própria molécula de DNA estaria atuando 
como o agente redutor no processo Cu2+ → Cu+. Entretanto, o menor potencial 
redox de um nucleosídeo é o da guanosina (dG < dA < dC ≈ dT < U) e foi 
determinado por Steenken e Jovanovic [102] como sendo E°(Guo⋅/Guo)= 1,58 V (para 
Seidel e colaboradores [103] E°(Guo⋅/Guo)= 1,49 V), e em pH = 7,0 E7(Guo⋅/Guo)= 1,29 V. 
Estes valores mostram que a redução Cu2+ → Cu+ do complexo Cu2BMXD pelo 
DNA é, ao menos termodinamicamente, desfavorável. Porém, como os resultados 
encontrados neste trabalho sugerem que o DNA seja de fato o agente redutor, esta 
reação deve ser suficientemente favorável, em termos cinéticos ao ponto de superar 
o desfarovecimento termodinâmico. 
Um fator que pode estar influenciando positivamente esta reação é a força da 
“ligação” do complexo à molécula de DNA. A avaliação da “ligação” (ou associação) 
do complexo Cu2BMXD à molécula de DNA foi feita por espectroscopia eletrônica, 
através da titulação espectrofotométrica do complexo com CT-DNA. A Figura 4.9 (e 
a Tabela 4.2) mostra o resultado deste experimento, onde pode ser notado um 
aumento na absortividade molar do complexo (hipercromismo), bem como um 
deslocamento hipsocrômico (deslocamento para menores valores de λmáx). 







































FIGURA 4.9 – Titulação espectrofotométrica do complexo Cu2BMXD com CT-DNA. Espectroscopia 
eletrônica do complexo Cu2BMXD (20 µM) na ausência (– – – ) e na presença (–––) de quantidades 
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crescentes de CT-DNA ([DNA]/[ Cu2BMXD] = 0, 1/250, 1/50, 1/25 e 1/12,5), em tampão PIPES 50 
mM, pH = 7,0. Gráfico menor inserido na figura – gráfico de [DNA]/(εA - εF) x [DNA]. 
 
TABELA 4.2 – Valores de λmáx e ε obtidos pela titulação espectrofotométrica de Cu2BMXD por CT-
DNA. 
[DNA]/[ Cu2BMXD] λmáx (nm) ε (M-1.cm-1) 
0 634 3625 
1/250 630 3705 
1/50 626 3890 
1/25 624 4065 
1/12,5 620 4345 
 
Complexos metálicos que se ligam ao DNA através de intercalação 
normalmente resultam em hipocromismo e deslocamento batocrômico, devido ao 
modo intercalativo envolvendo uma forte interação de empilhamento entre o 
cromóforo aromático e os pares de base do DNA [104]. A intensidade do 
hipocromismo é comumente consistente com a força da interação de intercalação 
[104; 105]. 
O comportamento encontrado para o complexo Cu2BMXD (hipercromismo e 
hipsocromismo) já foi demonstrado por outros complexos de cobre [26; 45; 54; 55; 
94], porém a sua origem ainda não foi completamente esclarecida. A ligação de 
complexos de cobre à dupla fita do DNA pode ocorrer de diferentes maneiras, em 
função de sua estrutura, carga e tipo de ligante [55].  Assim, várias explicações têm 
sido sugeridas para a origem dos efeitos mencionados [26; 45; 54; 55; 94], como por 
exemplo: pela interação eletrostática do complexo com o DNA; em razão da 
formação de ligações de hidrogênio entre o ligante e as bases do DNA; pela 
dissociação de agregados de ligantes; além de ainda não excluírem a possibilidade 
de uma intercalação parcial. 
A razão para o efeito encontrado com o complexo Cu2BMXD pode estar na 
interação eletrostática do complexo com os grupos fosfato da molécula de DNA, o 
que resultaria na coordenação destes fosfatos pelos átomos de Cu2+ do complexo. 
Isto se torna plausível, uma vez que já foi demonstrado que este complexo se liga 
tanto em fosfato inorgânico [78], como em moléculas de ATP [84]. 
Utilizando-se do gráfico de [DNA]/(εA - εF) x [DNA] (gráfico menor inserido na 
Figura 4.9) foi possível calcular a constante de ligação intrínseca Kb para o complexo 
Cu2BMXD, que foi determinada como sendo 7,0 ± 0,9 .105 M-1. Este valor é inferior 
ao valor de Kb para o brometo de etídio (Tabela 4.3) que é um agente intercalante 
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clássico e possui uma forte interação com moléculas de DNA. Nesta mesma tabela, 
entretanto, pode-se notar que o valor de Kb para o Cu2BMXD é maior ou semelhante 
do que o de vários complexos metálicos descritos na literatura. Isto mostra que a 
associação do complexo Cu2BMXD à molécula de DNA é relativamente forte, o que, 
como já foi mencionado, poderia ser um fator que estaria contribuindo positivamente 
para o favorecimento da reação entre o complexo Cu2BMXD  e moléculas de DNA. 
 
TABELA 4.3 – Valores de Kb para o brometo de etídio e diferentes complexos metálicos. 
Centro metálico Kb (M-1) Referência 
Brometo de etídio 7.107 [106] 
Brometo de etídio 1,4.106 [107] 
Ru2+ 1,2 – 8,3.105 [95] 
Cr3+ 0,25 – 1,7.104 [63] 
Cu2+ 1,1 – 6.103 [93] 
Cu2+ 6,35.103 [54] 
Cu2+ 1,3 – 4,9.104 [45] 
Cu2+ 0,9.105  – 9,6.106 [55] 
Cu+ 0,6 – 9,7.10-4 [94] 
Cu+ 5,1.104 [24] 
 
Diante dos resultados obtidos neste estudo, propõe-se um esquema para os 
eventos que levam à clivagem de moléculas de DNA pelo complexo Cu2BMXD, e 
que está representado na Figura 4.10. 
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FIGURA 4.10 – Esquema da clivagem de DNA dependente e independente de O2 pelo complexo 
Cu2BMXD. 
 
Inicialmente há uma interação do complexo Cu2BMXD com o DNA que leva à 
redução do(s) átomo(s) de Cu2+ a Cu+ e formação de produtos de clivagem 
independentes da presença de O2. O Cu+ gerado é posteriormente reoxidado a Cu2+ 
pelo O2, regenerando o complexo de Cu2+, e levando a formação de HO⋅. Este 
radical HO⋅, por sua vez, ataca as moléculas de DNA tanto nas bases como nos 
anéis de ribose, gerando novos produtos de clivagem.  
 





O estudo da clivagem de moléculas de DNA pelo complexo CuMFF que será 
apresentado e discutido nesta seção é uma continuação ao estudo realizado por 
Deise J. Mazera, durante o seu trabalho de mestrado em nosso laboratório [108]. O 
artigo com todos estes resultados está em fase final de preparação. 
As Figuras 4.11 e 4.12 apresentam os resultados dos experimentos de 
clivagem de DNA por diferentes concentrações do complexo CuMFF, em diferentes 
valores de pH. Pode-se notar que a clivagem apresentada é dependente tanto da 
concentração do complexo em solução, como do pH do meio.  





























FIGURA 4.11 – Clivagem de DNA plasmidial por CuMFF em pH = 7,0 e 7,5. Poços 1 – 5: Tris 100 
mM pH = 7,0; poços 7 – 11: Tris 100 mM pH = 7,5; poços 1 e 7: controle – somente DNA (pBSK-II 26 
µM pb); poços 2 e 8: DNA + CuMFF 10 µM; poços 3 e 9: DNA + CuMFF 50 µM; poços 4 e 10: DNA + 
CuMFF 100 µM; poços 5 e 11: DNA + CuMFF 250 µM; poços 6 e 12: pBSK-II digerido com BamHI. 
Todas as amostras foram incubadas por 16 horas a 50°C. Acima da foto do gel é mostrado um gráfico 
com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada amostra. 
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FIGURA 4.12 – Clivagem de DNA plasmidial por CuMFF em pH = 8,0 e 9,0. Poços 2 – 6: Tris 100 
mM pH = 8,0; poços 8 – 12: Tris 100 mM pH = 9,0; poços 2 e 8: controle – somente DNA (pBSK-II 26 
µM pb); poços 3 e 9: DNA + CuMFF 10 µM; poços 4 e 10: DNA + CuMFF 50 µM; poços 5 e 11: DNA 
+ CuMFF 100 µM; poços 6 e 12: DNA + CuMFF 250 µM; poços 1 e 7: pBSK-II digerido com BamHI. 
Todas as amostras foram incubadas por 16 horas a 50°C. Acima da foto do gel é mostrado um gráfico 
com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada amostra. 
 
A partir de um gráfico da fração de F I em função do pH do meio (Figura 4.13) 
nota-se que praticamente não há um aumento na atividade (clivagem) quando o pH 
aumenta de 7,0 para 7,5. Entretanto, em pH = 8,0 o aumento de atividade se torna 
significativo, mas voltando a diminuir em pH = 9,0.  
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FIGURA 4.13 – Gráfico da fração de F I em função do pH do meio, para diferentes concentrações de 
CuMFF. Representa a quantificação das bandas dos géis apresentados nas Figuras 4.10 e 4.11. 
 
Este perfil pode ser comparado com a curva de distribuição de espécies em 
função do pH, para este complexo (anexo B). Nesta curva, entre pH 7,0 e 8,0 
praticamente só há a presença da espécie 2. Já em pH = 9,0 existem praticamente 
50 % de cada uma das espécies 2 e 3, uma vez que se está praticamente no valor 
do segundo pKa para este complexo (pKa2 = 9,23). 
Desta maneira, pode-se inferir que a espécie 3 ou não tem atividade, ou que é 
muito menor que a da espécie 2. O fato de que, na faixa de pH entre 7,0 e 8,0, a 
porcentagem da espécie 2 é praticamente a mesma, e a atividade tão diferente, 
pode ser explicado por um efeito salino do tampão Tris. 
A equação 9 representa a reação de equilíbrio envolvida na 










+    H+
          pKa = 8,1 
De acordo com este equilíbrio, uma solução 100 mM do tampão Tris 
apresenta força iônica (I) de ~93, 80, 56 e 11 mM para pH = 7,0, 7,5, 8,0 e 9,0, 
respectivamente. Adicionalmente, no estudo realizado por Mazera [108] foi mostrado 
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um efeito salino negativo, indicando que os reagentes envolvidos no estado de 
transição possuem sinais opostos [109]. Desta maneira, a força iônica da solução 
deve ser o principal fator responsável pela diferença de atividade encontrada na 
faixa de pH entre 7 e 8, apesar da fração da espécie 2 praticamente não se alterar 
nesta faixa de pH. Por outro lado, em pH = 9,0, onde a força iônica tem o seu menor 
valor, a atividade é menor do que em pH = 8,0. Isso só reforça a proposta da 
espécie 3 ser menos ativa do que a espécie 2. 
Como já foi descrito na seção anterior, não é raro o envolvimento de radicais 
livres, em especial o HO⋅, na clivagem de DNA por complexos de cobre. Do mesmo 
modo o O2 muitas vezes tem papel fundamental no mecanismo de reação destes 
complexos, participando de processos redox. 
Sendo assim, foram realizados experimentos de clivagem de DNA plasmidial 
pelo complexo CuMFF na presença de DMSO, um captador de HO⋅. Nestes 
mesmos experimentos foi avaliado o comportamento desta reação quando realizada 
em condições aeróbias e anaeróbias (atmosfera de argônio). A Figura 4.14 
representa os resultados destes experimentos, através das fotos do gel de agarose, 
bem como a quantificação das bandas de cada amostra. Nestes experimentos foi 
utilizado o sistema Fe(EDTA)2-/DTT como controle positivo. 
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FIGURA 4.14 – Clivagem de DNA plasmidial por CuMFF em condições aeróbias e anaeróbias. Poços 
2 – 7: condições aeróbias; poços 9 – 14: condições anaeróbias (atmosfera de argônio); poços 2 e 9: 
controle – somente DNA (pBSK-II 24 µM pb); poços 3 e 10: DNA + CuMFF 500 µM; poços 4 e 11: 
DNA + Fe(EDTA)2- 25 µM + DTT 2,5 mM; poços 5 e 12: DNA + DMSO 400 mM; poços 6 e 13: DNA + 
DMSO 400 mM + CuMFF 500 µM; poços 7 e 14: DNA + DMSO 400 mM + Fe(EDTA)2- 25 µM + DTT 
2,5 mM; poços 1, 8 e 15: pBSK-II digerido com BamHI. Todas as amostras foram incubadas por 4 
horas a 50°C em tampão Tris 100 mM, pH = 8,0. Acima da foto do gel é mostrado um gráfico com a 
quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada amostra. 
 
Pode ser notado que a clivagem de DNA pelo sistema Fe(EDTA)2-/DTT é 
inibida tanto pela presença de DMSO (comparar poços 4 e 7) como pela ausência de 
O2 no meio reacional (comparar poços 4 e 11), o que já era esperado. Por outro 
lado, a clivagem pelo complexo CuMFF permanece praticamente inalterada em 
todas as condições experimentais testadas. Estes resultados sugerem que o radical 
HO⋅ não está envolvido no mecanismo de clivagem de DNA por este complexo, e 
ainda que esta reação é independente da presença de O2 no meio reacional. 
Assim, os resultados sugerem que o mecanismo pelo qual o complexo 
CuMFF cliva moléculas de DNA é hidrolítico , e não oxidativo. 
Apesar da provável atividade hidrolítica do complexo, também foi testada a 
influência da adição de um agente redutor externo (DTT 2,5 mM) na reação de 
clivagem de DNA pelo complexo CuMFF. O resultado deste experimento é mostrado 
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na Figura 4.15, onde pode ser notado que após um período de apenas 1 hora de 
incubação o DNA plasmidial foi altamente clivado (poço 3 em comparação ao poço 2 
– controle), inclusive com o aparecimento da forma F III do plasmídio, e que a 
presença de DMSO causou apenas uma leve inibição na reação (poço 5 em 
comparação ao poço 3). Pode ser notado, inclusive, uma pequena clivagem de DNA 
mesmo na ausência do complexo CuMFF (e na presença de DMSO – poços 2 e 4). 
Apesar da ausência de oxigênio causar uma evidente diminuição na reação, ainda 
nota-se uma considerável clivagem do DNA plasmidial (poços 7 e 9 em comparação 
aos poços 3 e 5). 































FIGURA 4.15 – Clivagem de DNA plasmidial por CuMFF na presença de um agente redutor externo 
(DTT). Poços 2 – 5: condições aeróbias; poços 6 – 9: condições anaeróbias (atmosfera de argônio); 
poço 1: pBSK-II digerido com BamHI; poços 2 e 6: controle – somente DNA (pBSK-II 24 µM pb); 
poços 3 e 7: DNA + CuMFF 500 µM; poços 4 e 8: DNA + DMSO 400 mM; poços 5 e 9: DNA + DMSO 
400 mM + CuMFF 500 µM. Todas as amostras foram incubadas por 4 horas a 50°C em tampão Tris 
100 mM, pH = 8,0 e DTT 2,5 mM. Acima da foto do gel é mostrado um gráfico com a quantificação 
das diferentes formas do DNA plasmidial de cada amostra. 
 
Estes resultados estão de acordo com trabalhos descritos na literatura [98; 
110-112]. Foi mostrado que tióis são capazes de causar quebras em moléculas de 
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DNA [111] e podem gerar radicais tiila (RS⋅) na presença de metais (equação 10), 
como Fe3+ e Cu2+ [98; 111]. 
(10) RSH + Cu2+ →  RS⋅ + Cu+
Na presença de O2 este radical RS⋅ e o Cu+ podem, através de uma série de 
reações, levar a formação de outras espécies capazes de causar quebras em 
moléculas de DNA, entre elas o HO⋅ e o oxigênio singlete. Também já foi descrito 
que o próprio RS⋅ pode causar dano em moléculas de DNA, tanto nas bases [110] 
como no açúcar [112], e que esta espécie seria a responsável pela clivagem de DNA 
em condições anaeróbias [111]. 
Uma outra forma para se avaliar o mecanismo envolvido na clivagem de DNA 
pelo complexo CuMFF é através da identificação de uma possível formação de Cu+. 
A identificação desta espécie pode ser feita através da utilização do conhecido, e 
amplamente utilizado, agente quelante de Cu+ batocuproína (BC – 2,9-dimetil-4,7-






FIGURA 4.16 – Estrutura química da batocuproína. 
 
A Figura 4.17 mostra o resultado da reação de clivagem de DNA por CuMFF 
na presença de BC, onde pode ser notado claramente que este último causou uma 
completa inibição da reação. Isto não significa, necessariamente, que há formação 
de Cu+, uma vez que BC também se liga em Cu2+ e poderia, por exemplo, estar 
bloqueando o complexo de atuar sobre as moléculas de DNA. O esclarecimento 
deste fato pode ser conseguido através de espectroscopia eletrônica, uma vez que o 
complexo formado entre BC e Cu+ apresenta uma absorção característica  em 480 
nm (ε = 12,2 – 13,5 .103 M-1.cm-1) [113-116], que é utilizada não só para a 
identificação, mas também para a quantificação de Cu+. 
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FIGURA 4.17 – Clivagem de DNA plasmidial por CuMFF na presença de BC. Poços 1 – 3: sem BC; 
poços 4 – 6: com BC 2 mM; poços 1 e 4: controle – somente DNA (pBSK-II 24 µM pb); poços 2 e 5: 
DNA + CuMFF 500 µM; poços 3 e 6: DNA + CuMFF 1 mM. Todas as amostras foram incubadas por 2 
horas a 50°C em tampão Tris 100 mM, pH = 8,0. Acima da foto do gel é mostrado um gráfico com a 
quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada amostra. 
 
A Figura 4.18 mostra o espectro eletrônico do complexo CuMFF na ausência 
(linha tracejada) e na presença (linha cheia) de BC. Após 10 minutos de incubação, 
a temperatura ambiente, já é notada uma diminuição na intensidade de absorção do 
complexo (hipocromismo), com um deslocamento batocrômico (λmáx = 409 → 414 
nm) e o aparecimento de outra banda de absorção na região esperada para o 
complexo formado entre BC e Cu+. Com 30 e 60 minutos de incubação a 50 °C, 
nota-se que não há alteração nem em ε e nem em λmáx, porém, há um aumento na 
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FIGURA 4.18 – Espectro eletrônico do complexo CuMFF (500 µM) na ausência (– – – ) e na presença 
(–––) de BC (2 mM), em tampão Tris 100 mM, pH = 8,0 + CT-DNA 31 µM. Os espectros foram 
obtidos após incubação de 10 minutos a temperatura ambiente (24 °C) e 30 e 60 minutos a 50 °C. 
 
O hipocromismo e o deslocamento batocrômico indicam uma mudança no 
ambiente de coordenação do centro metálico do complexo, provavelmente pela 
ligação de BC ao Cu(II). Esta ligação pode bloquear a interação do complexo com as 
moléculas de DNA, resultando na inibição da reação de clivagem. Por outro lado, o 
aparecimento da banda de absorção na região de 480 nm na presença de BC indica 
a formação de Cu+, e através dos valores de ε anteriormente citados, pode-se 
chegar a uma estimativa da [Cu+] gerado. Assim, estimou-se a concentração de Cu+ 
para os crescentes tempos de incubação como sendo 12, 24 e 31 µM, 
respectivamente.  
Estes resultados sugerem que, apesar de haver a formação de pequena 
quantidade de Cu+, a ligação de BC a CuMFF (bloqueando o complexo) parece ser o 
principal fator para a completa inibição da reação anteriormente descrita (Figura 
4.17).  
A partir destas observações, pode-se propor que a atividade do complexo 
CuMFF sobre o DNA ocorre, inicialmente, pela substituição da molécula de água 
coordenada ao centro de cobre (II) do complexo (espécie 2) por um átomo de 
oxigênio do grupo fosfato da molécula de DNA. Desta forma, o complexo aceleraria 
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a hidrólise das ligações fosfodiéster atuando como um ácido de Lewis (modo 1 
descrito na seção 1.1.3.1). Esta proposta também poderia explicar a menor atividade 
da espécie 3 do complexo CuMFF que foi sugerida a partir dos experimentos em 
diferentes valores de pH (Figuras 4.11, 4.12 e 4.13). Uma vez que o grupo hidróxido 
coordenado ao centro de cobre (II) na espécie 3 é menos lábil do que a molécula de 
água na espécie 2, a coordenação do grupo fosfato é mais difícil, assim dificultando 
a aceleração da hidrólise das ligações fosfodiéster. 
A ligação do complexo CuMFF à molécula de DNA foi avaliada através da 
titulação espectrofotométrica do complexo com CT-DNA e pela realização da reação 
de clivagem na presença de distamicina (Figura 4.19), um ligante específico do sulco 


















FIGURA 4.19 – Distamicina. (A) Estrutura química da distamicina; (B) Ligação específica da 
distamicina (vermelho) ao sulco menor do DNA (figura extraída do site 
http://www.pharmacy.umaryland.edu/courses/PHAR531/lectures_old/fig/dna_fig8a.gif - acessada em 
10/02/2006). 
 
O resultado da titulação espectrofotométrica está mostrado na Figura 4.20. O 
gráfico (A) inserido dentro desta figura é uma ampliação da região de absorção do 
complexo, onde pode ser notada uma diminuição na absortividade molar do 
complexo (hipocromismo), mas sem alteração no valor de λmáx (409 nm). 
Através do gráfico de [DNA]/(εA - εF) x [DNA] (gráfico (B) inserido dentro da 
Figura 4.20) foi possível calcular a constante de ligação intrínseca Kb para o 
complexo CuMFF como sendo 1,5 ± 0,3 .104 M-1. Comparando-se este valor com os 
apresentados na Tabela 4.3 (seção anterior), nota-se que ele é da mesma ordem de 
magnitude do valor de Kb para outros complexos de cobre, porém, indica uma fraca 
interação do complexo CuMFF com DNA. Apesar da presença de um efeito 
hipocrômico, ele é de pequena intensidade (refletido no valor de Kb) e não há um 
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deslocamento batocrômico, indicando que o modo de ligação deste complexo com 
DNA não deve ser intercalativo. Como a interação não é muito forte e levando-se em 
conta o efeito salino negativo, anteriormente citado, pode-se sugerir que esta ligação 
ocorra através de interações eletrostáticas. 
 



















































FIGURA 4.20 – Titulação espectrofotométrica do complexo CuMFF com CT-DNA. Espectroscopia 
eletrônica do complexo CuMFF (100 µM) na ausência (– – – ) e na presença (–––) de quantidades 
crescentes de CT-DNA ([DNA]/[ CuMFF] = 0, 0,6, 1,1 e 1,7), em tampão Tris 100 mM, pH = 8,0. 
Gráficos menores inseridos na figura – (A) ampliação da região de absorção máxima; (B) gráfico de 
[DNA]/(εA - εF) x [DNA]. 
 
A Figura 4.21 mostra o resultado do outro experimento que visa um melhor 
entendimento do modo de ligação do complexo CuMFF com o DNA. Neste 
experimento foi utilizado o ligante do sulco menor de moléculas de DNA, distamicina 
[12; 117]. Nota-se que a presença desta molécula causa uma inibição parcial na 
reação de clivagem de DNA pelo complexo CuMFF. Este resultado indica que como 
há uma diminuição na atividade, o complexo deve agir pelo sulco menor do DNA, 
mas por outro lado como a inibição não é total, indica que nem todos os sítios de 
interação entre o complexo e o DNA foram bloqueados, ou seja, há interação 
também através do sulco maior. Desta forma, o que se sugere é que o complexo 
CuMFF deve interagir com moléculas de DNA tanto pelo sulco menor, como pelo 
sulco maior. 
 






























FIGURA 4.21 – Clivagem de DNA plasmidial por CuMFF na presença de distamicina. Poços 1 – 3: 
sem distamicina; poços 4 – 6: com distamicina 12,5 µM; poços 1 e 4: controle – somente DNA (pBSK-
II 24 µM pb); poços 2 e 5: DNA + CuMFF 500 µM; poços 3 e 6: DNA + CuMFF 1 mM. Todas as 
amostras foram incubadas por 2 horas a 50°C em tampão Tris 100 mM, pH = 8,0. Acima da foto do 
gel é mostrado um gráfico com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada 
amostra. 
 
Ao final dos resultados para a clivagem de DNA pelo complexo CuMFF, pode-
se fazer algumas proposições. Primeiramente, que seria a espécie 2 do complexo a 
mais ativa neste processo, atuando como ácido de Lewis na aceleração da hidrólise 
das ligações fosfodiéster do DNA. Por se tratar de um mecanismo hidrolítico, a 
atividade deste complexo é independente da presença de O2. A ligação do complexo 
CuMFF deve ocorrer tanto pelo sulco menor como pelo sulco maior das moléculas 
de DNA, porém, com uma força de ligação não muito elevada. 
 





Nesta seção serão apresentados os resultados obtidos para o estudo da 
clivagem de DNA plasmidial pelos complexos Cu2L-X. Parte dos resultados que 
serão apresentados e discutidos nesta seção para o complexo Cu2L-dtb foram 
publicados juntamente com os resultados de síntese e caracterização do mesmo 
[118]. O artigo com os demais resultados para este complexo, juntamente com os 
resultados para os complexos Cu2L-H e Cu2L-NO2 está em preparação. 
No início dos estudos com estes complexos, pouco se sabia sobre o 
comportamento deles em solução. Este fato aconteceu em função deles terem sido 
recém sintetizados na época dos primeiros experimentos, e ainda estarem sendo 
caracterizados, pela então doutoranda do Laboratório de Bioinorgânica e 
Cristalografia da UFSC Rosely A. Peralta.  
Desta maneira, uma série de experimentos foi realizada com estes complexos 
em uma ampla faixa de pH com diferentes tampões. Na Tabela 4.4 são 
apresentadas fotos de géis de agarose obtidas nestes experimentos.  
Através destes resultados fica evidente a influência não só do pH do meio, 
mas também a do tampão na clivagem do DNA pelos complexos Cu2L-X. Porém, o 
importante a ser comentado sobre esses resultados, é que para estudos que 
envolvem a interação entre moléculas de DNA e metais, ou complexos metálicos, a 
faixa de pH e o tampão a ser utilizado são fatores extremamente importantes, e 
limitantes. Para o DNA, por exemplo, o pH do meio é fundamental, uma vez que 
ácidos nucléicos são rapidamente desnaturados em soluções aquosas a pHs 
extremos e, também, sob aquecimento [12]. As ligações fosfodiéster são 
hidrolisadas apenas lentamente, mas as ligações N-glicosídicas são mais lábeis, sob 
pH moderadamente ácido (Figura 4.22). Nucleosídeos de purina são clivados mais 
rapidamente do que os de pirimidinas, enquanto ribonucleosídeos são mais estáveis 
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TABELA 4.4 – Géis de agarosea de amostras de DNA plasmidialb incubados com os complexos 
Cu2L-Xc,d,e em diferentes tampões e valores de pH. 
 
 a A primeira, ou a última, amostra de cada gel corresponde ao pBSK-II digerido com BamHI, as 
demais seguem a ordem: 1 – controle (somente DNA); 2 e 3 – Cu2L-dtb; 4 e 5 – Cu2L-H; 6 e 7 – Cu2L-
NO2.  










b Todas as amostras continham [pBSK-II] = 33 µM pb e [acetonitrila] = 25 %; e foram incubadas por 
16 horas a 50 °C. 
c Cu2L-dtb 20 e 100 µM 
d Cu2L-H 100 e 500 µM 




















FIGURA 4.22 – Hidrólise ácida de nucleosídeo de purina no DNA [12]. 
 
Por outro lado, uma série de trabalhos mostra que os tampões amplamente 
utilizados em estudos químicos e bioquímicos, entre eles o Tris e os chamados 
tampões de Good (Good’s buffers) [119-121], não são tão inertes quanto se 
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pensava. Entre os efeitos que foram demonstrados para estes tampões, pode-se 
destacar: a formação e captação de radicais [100; 101; 122-125]; atuação como 
agentes complexantes de íons metálicos [126; 127]; atividade como surfactantes 
[126; 128] e a influência na atividade de enzima de restrição [129]. Entretanto, 
alguns estudos mostram que os tampões PIPES e MOPS não apresentam tantos 
inconvenientes como outros tampões [126; 127; 130]. 
Desta forma, os estudos de clivagem de DNA plasmidial pelos complexos 
Cu2L-X realizados neste trabalho, ficaram restritos a utilização dos tampões PIPES e 
MOPS, na faixa de pH entre 6 e 8. Mais especificamente, foi escolhido o tampão 
PIPES em concentração 10 mM e pH = 7,4, com força iônica do sistema ajustada 
para I = 0,1 M com NaCl (condição próxima da fisiológica), para a realização dos 
experimentos deste trabalho, com exceção dos que envolveram variação de pH. 
A Figura 4.23 mostra o resultado da incubação do DNA plasmidial com o 
complexo Cu2L-dtb em diferentes pHs para os tampões MOPS e PIPES (os 
respectivos controles estão apresentados na Figura 4.24). Nota-se um claro 
aumento da atividade do complexo com o aumento do pH do meio. Apesar de haver 
uma ligeira diferença de atividade quando os dois tampões são comparados em um 
mesmo valor de pH (a atividade é ligeiramente maior em PIPES), a tendência é a 
mesma: quanto mais básico o pH maior a atividade. Analisando-se a curva de 
distribuição de espécies para este complexo (anexo D), pode ser notado que na 
faixa de pH testada há um aumento da fração da espécie D do complexo com o 
aumento do pH. Por ora, os comentários sobre a influência do pH do meio para a 
clivagem de DNA ficarão restritos apenas a estas observações, porém, esta 
influência voltará a ser discutida mais adiante. 
 
 




FIGURA 4.23 – Clivagem de DNA plasmidial pelo complexo Cu2L-dtb em diferentes pHs. Todas as 
amostras contém plasmídio pBSK-II 33 µM + Cu2L-dtb 50 µM + acetonitrila 25 % (v/v). Poço 1: pBSK-
II digerido com BamHI; poço 2: tampão PIPES pH = 6,5; poço 3: tampão PIPES pH = 7,0; poço 4: 
tampão PIPES pH = 7,6; poço 5: tampão MOPS pH = 6,5; poço 6: tampão MOPS pH = 7,0; poço 7: 
tampão MOPS pH = 7,5; poço 8: tampão MOPS pH = 7,9. Todas as amostras foram incubadas por 16 
horas a 50 °C, em 10 mM dos respectivos tampões e ajustados para I = 0,1 M, com NaCl. Acima da 
foto do gel é mostrado um gráfico com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de 
cada amostra. 
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FIGURA 4.24 – Experimento controle da clivagem de DNA plasmidial pelo complexo Cu2L-dtb em 
diferentes pHs. Todas as amostras contém plasmídio pBSK-II 33 µM + acetonitrila 25 % (v/v). Poço 1: 
tampão PIPES pH = 6,5; poço 2: tampão PIPES pH = 7,0; poço 3: tampão PIPES pH = 7,6; poço 4: 
tampão MOPS pH = 6,5; poço 5: tampão MOPS pH = 7,0; poço 6: tampão MOPS pH = 7,5; poço 7: 
tampão MOPS pH = 7,9. Todas as amostras foram incubadas por 16 horas a 50 °C, em 10 mM dos 
respectivos tampões e ajustados para I = 0,1 M, com NaCl. Acima da foto do gel é mostrado um 
gráfico com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada amostra. 
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Outro fator que também tem grande influência na clivagem de DNA por 
complexos metálicos é a força iônica do sistema. Esta influência foi avaliada, e os 
resultados dos experimentos são apresentados nas Figuras 4.25 e 4.26. Pode ser 
notado um claro efeito salino negativo, como também ocorre para o complexo 
CuMFF [108; 109]. Este efeito já era esperado, uma vez que a molécula de DNA é 
carregada negativamente e os complexos em estudo apresentam carga positiva. 
Ainda, não foi notada nenhuma alteração de atividade quando o controle da força 




























FIGURA 4.25 – Efeito da variação da força iônica na clivagem de DNA plasmidial pelo complexo 
Cu2L-dtb. (A) controle – somente DNA (pBSK-II 33 µM pb); (B) DNA + Cu2L-dtb 50 µM. Poços 1 e 18: 
pBSK-II digerido com BamHI; Poços 2 – 9: I = 30, 50, 75, 100, 150, 200, 250 e 500 mM, com LiClO4, 
respectivamente; poços 10 – 17: I = 30, 50, 75, 100, 150, 200, 250 e 500 mM, com NaCl, 
respectivamente. Todas as amostras foram incubadas por 16 horas a 50°C em tampão PIPES 10 
mM, pH = 7,4 + acetonitrila 25 % (v/v). 
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FIGURA 4.26 – Efeito da variação da força iônica na clivagem de DNA plasmidial pelo complexo 
Cu2L-dtb. Gráfico com a quantificação da % de F I das amostras da Figura 4.23. 
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As Figuras 4.27, 4.28 e 4.29 mostram o efeito da variação da concentração 
dos complexos na reação de clivagem de DNA plasmidial, respectivamente para 
Cu2L-dtb, Cu2L-H e Cu2L-NO2. Na Figura 4.27 pode ser notado que a menor 
concentração testada (5 µM) para o complexo Cu2L-dtb já foi capaz de causar uma 
grande clivagem no DNA plasmidial, após 16 horas de incubação a 50 °C, com a % 
de F I passando de 93,4 para 46,6 %, bem como a presença de 1 % de F III. Foi 
notada também, a formação de um rastro de DNA nas amostras com concentrações 
de Cu2L-dtb a partir de 50 µM. Este rastro corresponde a uma extensiva clivagem 
das moléculas de DNA, que acabam por gerar fragmentos de uma infinidade de 
tamanhos, resultando na ausência de bandas definidas. Com 500 µM do complexo 
nenhum fragmento de DNA foi visualizado, em razão de uma degradação completa. 
 
 




























1    2     3    4    5    6    7   8   9 
FIGURA 4.27 – Clivagem de DNA plasmidial pelo complexo Cu2L-dtb. Gráfico da % das formas do 
DNA plasmidial em função da concentração do complexo. Figura inserida – foto do gel de agarose 
com as respectivas amostras. Poço 1: controle – somente DNA (pBSK-II 26 µM pb); poços 2 – 8: DNA 
+ Cu2L-dtb 5, 10, 25, 50, 100, 200 e 500 µM; poço 9: pBSK-II digerido com BamHI. Todas as 
amostras foram incubadas por 16 horas a 50°C em tampão PIPES 10 mM, pH = 7,4 com I = 0,1 M 
(NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). 
 
 







































1   2    3   4    5   6    7    8   9 
FIGURA 4.28 – Clivagem de DNA plasmidial pelo complexo Cu2L-H. Gráfico da % das formas do 
DNA plasmidial em função da concentração do complexo. Figura inserida – foto do gel de agarose 
com as respectivas amostras. Poço 1: controle – somente DNA (pBSK-II 26 µM pb); poços 2 – 8: DNA 
+ Cu2L-H 5, 10, 25, 50, 100, 200 e 500 µM; poço 9: pBSK-II digerido com BamHI. Todas as amostras 
foram incubadas por 16 horas a 50°C em tampão PIPES 10 mM, pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + 


































1   2   3    4   5    6   7   8   9 
FIGURA 4.29 – Clivagem de DNA plasmidial pelo complexo Cu2L-NO2. Gráfico da % das formas do 
DNA plasmidial em função da concentração do complexo. Figura inserida – foto do gel de agarose 
com as respectivas amostras. Poço 1: controle – somente DNA (pBSK-II 26 µM pb); poços 2 – 8: DNA 
+ Cu2L- NO2 5, 10, 25, 100, 50, 200 e 500 µM; poço 9: pBSK-II digerido com BamHI. Todas as 
amostras foram incubadas por 16 horas a 50°C em tampão PIPES 10 mM, pH = 7,4 com I = 0,1 M 
(NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). 
 
 
Resultados e Discussão 
______________________________________________________________________________ 
88
A clivagem de DNA por Cu2L-H e Cu2L-NO2 também foi dependente da 
concentração do complexo em solução, como pode ser visto na Figuras 4.28 e 4.29. 
Entretanto, a clivagem de DNA foi menos intensa para estes complexos, quando 
comparada com o Cu2L-dtb. Como já foi mencionado, e para se fazer uma 
comparação, 5 µM do complexo Cu2L-dtb foi capaz de reduzir a porcentagem de F I 
para cerca de 50 % (46,6 %). Já no caso dos complexos Cu2L-H e Cu2L-NO2 a 
concentração necessária para a redução da porcentagem de F I a 50 % é de 
aproximadamente 160 e 60 µM, respectivamente. Desta forma, pode-se dizer que a 
atividade de clivagem de DNA plasmidial pelos complexos Cu2L-X é: Cu2L-dtb > 
Cu2L-NO2 > Cu2L-H. 
O efeito do tempo de exposição à luz (lâmpada de tungstênio) na clivagem de 
DNA pelos complexos Cu2L-X também foi avaliado e os resultados estão 
apresentados nas Figuras 4.30, 4.31 e 4.32. 
 
 





FIGURA 4.30 – Gel de agarose das amostras controle (somente DNA) para a reação de clivagem de 
DNA plasmidial pelos complexos Cu2L-X, na presença e na ausência de luz (lâmpada de tungstênio). 
Poço 1: amostra sem incubação (tempo zero); poços 2 – 5: respectivamente 2, 4, 6 e 8 horas de 
incubação na presença de luz; poços 6 – 9: respectivamente 2, 4, 6 e 8 horas de incubação na 
ausência de luz. Todas as amostras continham plasmídio pBSK-II 26 µM + acetonitrila 25 % (v/v) e 
foram incubadas a 50 °C em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl). 
 
A Figura 4.30 mostra o resultado do experimento controle, onde o DNA 
plasmidial é incubado sem a presença dos complexos na presença e na ausência de 
luz. Pode ser notado que a incubação das amostras em ambas as condições não 
causaram clivagem do DNA plasmidial. Vale lembrar que radiação UV pode causar 
dano às moléculas de DNA, porém, lâmpadas de tungstênio como a que foi utilizada 
neste estudo não emitem tal radiação. 
 
 

























FIGURA 4.31 – Gráfico da fração de F I em função do tempo, para a reação de clivagem de DNA 
plasmidial pelo complexo Cu2L-dtb, na presença e na ausência de luz (lâmpada de tungstênio). Figura 
inserida – foto do gel de agarose com as respectivas amostras. Todas as amostras continham 
plasmídio pBSK-II 26 µM + Cu2L-dtb 50 µM + acetonitrila 25 % (v/v) e foram incubadas a 50 °C em 
tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl). 
 
A presença de luz durante a reação de clivagem de DNA teve apenas uma 
pequena influência para o complexo Cu2L-dtb, como pode ser visto na Figura 4.31. 
Apesar de ser pequena, esta influência é estatisticamente significativa após 6 horas 
de incubação. No caso dos complexos Cu2L-H e Cu2L-NO2, os resultados mostrados 
nas Figuras 4.32 e 4.33, respectivamente, indicam que a reação na presença de luz 
não apresentou diferença estatisticamente significativa em relação à realizada na 
ausência de luz.  
Apesar dos resultados indicarem que a clivagem de DNA pelo complexo 
Cu2L-dtb é foto-estimulada e que isto, aparentemente, não ocorre para os outros 
dois complexos, é importante ressaltar que estes são apenas resultados 
preliminares. A substituição da radiação multicromática da lâmpada de tungstênio 
por uma fonte de radiação monocromática (através de lâmpadas, filtros ou até 






























FIGURA 4.32 – Gráfico da fração de F I em função do tempo, para a reação de clivagem de DNA 
plasmidial pelo complexo Cu2L-H, na presença e na ausência de luz (lâmpada de tungstênio). Figura 
inserida – foto do gel de agarose com as respectivas amostras. Todas as amostras continham 
plasmídio pBSK-II 26 µM + Cu2L-H 500 µM + acetonitrila 25 % (v/v) e foram incubadas a 50 °C em 
tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl). 
 
 





















FIGURA 4.33 – Gráfico da fração de F I em função do tempo, para a reação de clivagem de DNA 
plasmidial pelo complexo Cu2L-NO2, na presença e na ausência de luz (lâmpada de tungstênio). 
Figura inserida – foto do gel de agarose com as respectivas amostras. Todas as amostras continham 
plasmídio pBSK-II 26 µM + Cu2L- NO2 250 µM + acetonitrila 25 % (v/v) e foram incubadas a 50 °C em 
tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl). 
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Através dos dados de clivagem de DNA pelos complexos Cu2L-X na ausência 
de luz, calculou-se a velocidade da reação como sendo 3,98 ± 0,29, 3,45 ± 0,11 e 
3,21 ± 0,15 x10-4 µM.s-1, respectivamente para os complexos Cu2L-dtb, Cu2L-H e 
Cu2L-NO2. Nota-se que estes valores são muito próximos (para os complexos Cu2L-
H e Cu2L-NO2 os valores são estatisticamente iguais), porém as concentrações 
utilizadas para cada complexo foram diferentes. Levando-se em conta estas 
diferenças de concentração pode-se chegar a seguinte relação entre as atividades 
resultantes para os complexos Cu2L-X: 
Cu2L-dtb > 10xCu2L-H ≈ 5xCu2L-NO2  
o que concorda com a tendência encontrada nos experimentos de dependência da 
concentração dos complexos, anteriormente discutidos. 
Com a finalidade de avaliar qual o tipo de mecanismo envolvido na clivagem 
de DNA pelos complexos Cu2L-X, foram realizadas reações na presença de DMSO e 
os resultados são apresentados na Figura 4.34. Nesta figura pode-se notar 
claramente que há uma inibição da reação de clivagem para todos os três 
complexos, o que sugere o envolvimento de radicais HO⋅. Estes resultados mostram 
também que a inibição não é total. Este fato pode estar ocorrendo pela presença de 
um ciclo catalítico (como o que foi sugerido para o complexo Cu2BMXD) que poderia 
estar gerando radicais HO⋅ continuamente. Uma outra possibilidade seria a de essas 




Resultados e Discussão 
______________________________________________________________________________ 
92






























FIGURA 4.34 – Clivagem de DNA plasmidial por Cu2L-X na presença de DMSO. Poço 1: pBSK-II 
digerido com BamHI; poços 2 – 5: sem DMSO; poços 6 – 9: com DMSO 1 M; poços 2 e 6: controle – 
somente DNA (pBSK-II 26 µM pb); poços 3 e 7: DNA + Cu2L-dtb 250 µM; poços 4 e 8: DNA + Cu2L-H 
500 µM; poços 5 e 9: DNA + Cu2L-NO2 500 µM. Todas as amostras foram incubadas por 4 horas a 
50°C em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). Acima da foto 
do gel é mostrado um gráfico com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada 
amostra. 
 
No caso de um eventual ataque hidrolítico à molécula de DNA, pode-se 
sugerir a espécie D dos complexos Cu2L-X (Figura 3.6) como sendo a espécie mais 
propensa a tal ataque. Esta espécie possui um grupo hidróxido terminal coordenado 
a um dos átomos de cobre que poderia estar atuando como o nucleófilo “ativado” 
nesta reação. Desta forma, caso haja uma clivagem hidrolítica por estes complexos, 
ela deve aumentar com o aumento do pH do meio. Um aumento da atividade com o 
aumento do pH da solução já foi mostrado na Figura 4.23. Porém, nesse caso não é 
possível fazer uma ligação direta entre essas observações, uma vez que foi 
identificado o envolvimento de radicais HO⋅. Em função disto, foram realizados 
experimentos de clivagem de DNA pelos complexos Cu2L-X em condições 
anaeróbias e em diferentes pHs. 
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As fotos dos géis de agarose resultantes destes experimentos são mostradas 
na Figura 4.35 e a quantificação das formas do DNA plasmidial de cada amostra é 
apresentada na Tabela 4.5. 
 





















FIGURA 4.35 – Clivagem de DNA plasmidial por Cu2L-X em condições aeróbias (A) e anaeróbias (B). 
Poços 1 e 17: pBSK-II digerido com BamHI; poços 2 – 4: controle – somente DNA (pBSK-II 24 µM 
pb); poços 5 – 7: DNA + Cu2L-dtb 250 µM; poços 8 – 10: DNA + Cu2L-H 500 µM; poços 11 – 13: DNA 
+ Cu2L-NO2 500 µM; poços 14 – 16: DNA + Fe(EDTA)2- 25 µM + DTT 2,5 mM; poços 2, 5, 8, 11 e 14: 
pH = 6,5; poços 3, 6, 9, 12 e 15: pH = 7,0; poços 4, 7, 10, 11 e 16: pH = 7,9. Todas as amostras foram 
incubadas por 4 horas a 50°C em tampão MOPS 10 mM (I = 0,1 M – NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). 
 
Estes resultados mostram que há uma inibição na clivagem do DNA quando 
as reações são realizadas em atmosfera livre de oxigênio. Isto mostra que o O2 é 
importante para a clivagem de DNA pelos complexos Cu2L-X, provavelmente 
envolvido nas reações que resultam na formação de radicais HO⋅. Contudo, o 
aumento do pH do meio causou um aumento na clivagem, mesmo em atmosfera 
livre de oxigênio. Este fato, juntamente com o que foi discutido anteriormente, sugere 
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TABELA 4.5 – Clivagem de DNA plasmidial pelos complexos Cu2L-X em condições aeróbias e 
anaeróbias. 
Condições de 
reaçãoa Reação aeróbia 
 Reação anaeróbia 
Amostra pH % F I % F II % F III  % F I % F II % F III 
6,5 92,6 ± 0,2 7,4 ± 0,2 -  90,8 ± 0,8 9,2 ± 0,8 - 
7,0 92,0 ± 3,6 8,0 ± 3,6 -  91,4 ± 1,7 8,6 ± 1,7 - 
DNAb
7,9 90,2 ± 1,5 9,8 ± 1,5 -  91,3 ± 0,5 8,7 ± 0,5 - 
         
6,5 65,4 ± 3,2 34,6 ± 3,2 -  82,6 ± 0,2 17,4 ± 0,2 - 
7,0 57,0 ± 1,4 43,0 ± 1,4 -  74,0 ± 1,5 26,0 ± 1,5 - 
DNA 
+ 
Cu2L-dtbc 7,9 32,1 ± 3,5 65,8 ± 3,2 2,1 ± 0,3  59,4 ± 0,1 40,4 ± 0,1 0,2 ± 0,2
         
6,5 88,8 ± 0,4 11,2 ± 0,4 -  90,3 ± 0,4 9,7 ± 0,4 - 
7,0 84,4 ± 0,2 15,6 ± 0,2 -  87,5 ± 1,4 12,5 ± 1,4 - 
DNA 
+ 
Cu2L-Hd 7,9 71,0 ± 0,3 29,0 ± 0,3 -  82,4 ± 1,6 17,6 ± 1,6 - 
         
6,5 84,2 ± 2,5 15,8 ± 2,5 -  87,6 ± 1,3 12,4 ± 1,3 - 
7,0 72,1 ± 4,2 27,9 ± 4,2 -  83,1 ± 0,1 16,9 ± 0,1 - 
DNA 
+ 
Cu2L-NO2e 7,9 40,9 ± 3,8 59,1 ± 3,8 -  65,2 ± 3,8 34,8 ± 3,8 - 
         
6,5 72,3 ± 4,8 27,7 ± 4,8 -  84,2 ± 0,9 15,8 ± 0,9 - 




/DTTf 7,9 36,0 ± 0,9 62,2 ± 0,9 1,8 ± 0,0
 71,2 ± 2,1 28,8 ± 2,1 - 
a Todas as amostras foram preparadas em tampão MOPS 10 mM (I = 0,1 M – NaCl) e foram 
incubadas por 4 h a 50 °C. 
b 24 µM pBSK-II (pb). 
c 250 µM Cu2L-dtb. 
d 500 µM Cu2L-H. 
e 500 µM Cu2L-NO2. 
f 25 µM Fe(EDTA)2-; 2,5 mM DTT. 
 
Para a identificação de uma possível formação de Cu+ no sistema em estudo, 
realizaram-se experimentos de incubação do DNA plasmidial com os complexos 
Cu2L-X na presença de BC. Na Figura 4.36 são apresentados estes resultados. 
Nota-se que a reação de clivagem pelos complexos Cu2L-X é substancialmente 
reduzida na presença de BC. No entanto, como já foi citado para o complexo 
CuMFF, este resultado não implica necessariamente a formação de Cu+. Desta 
forma, utilizou-se a espectroscopia eletrônica para identificação do Cu+. 
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FIGURA 4.36 – Clivagem de DNA plasmidial por Cu2L-X na presença de BC. Poço 1: pBSK-II 
digerido com BamHI; poços 2 – 5: sem BC; poços 6 – 9: com BC 2 mM; poços 2 e 6: controle – 
somente DNA (pBSK-II 33 µM pb); poços 3 e 7: DNA + Cu2L-dtb 250 µM; poços 4 e 8: DNA + Cu2L-H 
500 µM; poços 5 e 9: DNA + Cu2L-NO2 500 µM. Todas as amostras foram incubadas por 2 horas a 
50°C em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). Acima da foto 
do gel é mostrado um gráfico com a quantificação das diferentes formas do DNA plasmidial de cada 
amostra. 
 
Não foi possível a obtenção do espectro eletrônico para o complexo Cu2L-dtb 
na presença de BC, uma vez que a amostra tornou-se turva imediatamente após ser 
preparada. Contudo, juntamente com esta turbidez, a amostra tornou-se 
avermelhada, como pode ser verificado pelas fotos das cubetas mostradas pela 
Figura 4.37. Estes fatos indicam não só a formação da espécie Cu+, mas também 
que ele é formado rapidamente e em uma grande quantidade. 
 
 




FIGURA 4.37 – Foto das amostras de Cu2L-dtb 250 µM (esquerda) e de Cu2L-dtb 250 µM + BC 2 mM 
(direita) recém preparadas. As amostras foram preparadas em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I 
= 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v) + CT-DNA 31 µM.  
 
A Figura 4.38 mostra o espectro eletrônico do complexo Cu2L-H na presença 
de DNA e na ausência (linha tracejada) ou na presença (linha cheia) de BC. É 
evidente o aparecimento de um máximo de absorção em 480 nm, indicando a 
formação de Cu+, mesmo após apenas 10 minutos de incubação a temperatura 
ambiente. Porém, a absorção aumenta enormemente quando a amostra é incubada 
por 30 e 60 minutos a 50 °C. Foi determinado que a concentração de Cu+ formado 
após 10, 20 e 25 minutos de incubação a temperatura ambiente é de 14, 21 e 23 
µM, respectivamente, e após 30 e 60 minutos de incubação a 50 °C essa 
concentração aumenta para 92 e 126 µM, indicando que uma porção considerável 
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FIGURA 4.38 – Espectro eletrônico do complexo Cu2L-H (250 µM) na ausência (– – – ) e na presença 
(–––) de BC (2 mM), em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v) 
+ CT-DNA 31 µM. Os espectros foram obtidos após incubação de 10, 20 e 25 minutos a temperatura 
ambiente (24 °C), e 30 e 60 minutos a 50 °C. 
 
Da mesma forma, o espectro eletrônico do complexo Cu2L-NO2 na presença 
de DNA e na ausência (linha tracejada) ou na presença (linha cheia) de BC é 
mostrado pela Figura 4.39. Para este complexo pode ser notado um efeito 
hipocrômico juntamente com um deslocamento batocrômico (λmáx = 398 → 407 
nm), sugerindo uma ligação da BC ao complexo, como o que foi sugerido para o 
complexo CuMFF. Também foi notado um aumento da absorção na região de 480 
nm após apenas 10 minutos de incubação a temperatura ambiente. Com a 
incubação a 50 °C, a absorção em 480 nm é aumentada, mas sem alterações na 
absorção em 407 nm. A concentração de Cu+ formado após 10 e 25 minutos de 
incubação a temperatura ambiente é de 19 e 24 µM, respectivamente, e após 30 e 
60 minutos de incubação a 50 °C essa concentração aumenta para 51 e 63 µM. 
Apesar da formação de Cu+ inicial, a temperatura ambiente, ser praticamente a 
mesma encontrada para o complexo Cu2L-H, o aumento causado pela incubação a 
50 °C foi bem menor. Desta forma, observou-se uma menor tendência para a 
redução de Cu2+ a Cu+ para o complexo Cu2L-NO2 do que para Cu2L-H. Pode-se, 
então, sugerir a seguinte ordem em termos de formação de Cu+: 
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Cu2L-dtb > Cu2L-H > Cu2L-NO2
o que estaria de acordo com a tendência encontrada por Peralta [86] para os valores 
dos potencias redox dos complexos Cu2L-X (Tabela 4.6).  
 

















FIGURA 4.39 – Espectro eletrônico do complexo Cu2L-NO2 (250 µM) na ausência (– – – ) e na 
presença (–––) de BC (2 mM), em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 
25 % (v/v) + CT-DNA 31 µM. Os espectros foram obtidos após incubação de 10 e 25 minutos a 
temperatura ambiente (24 °C), e 30 e 60 minutos a 50 °C. 
 
TABELA 4.6 – Dados de eletroquímicaa para os complexos Cu2L-X [86]. 
Complexo Epc1 mV contra ENH Epc2 mV contra ENH 
Cu2L-dtbprot -392 -682 
Cu2L-dtbdesprot -- -712 
Cu2L-H -542 -827 
Cu2L-NO2 -592 -762 
a Voltametria cíclica em CH2Cl2. 
  
Comparativamente ao complexo CuMFF, há uma maior tendência para os 
complexos Cu2L-X na redução de Cu2+ para Cu+. Este resultado concorda com a 
proposta do complexo CuMFF ter preferencialmente uma atividade hidrolítica, 
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A interação dos complexos Cu2L-X com moléculas de DNA foi estudada por 
espectroscopia eletrônica, e pela reação de clivagem na presença de distamicina. 
Os espectros eletrônicos para os complexos Cu2L-dtb, Cu2L-H e Cu2L-NO2 são 
apresentados nas Figuras 4.40, 4.41 e 4.42, respectivamente. 
Não foi possível a realização da titulação espectrofotométrica do complexo 
Cu2L-dtb, bem como a determinação do seu valor de Kb, uma vez que este complexo 
possui apenas uma pequena absorção na região de 400 – 450 nm (gráfico menor 
inserido na Figura 4.40), que sofre grande interferência pela adição de CT-DNA.  


































FIGURA 4.40 – Espectro eletrônico do complexo Cu2L-dtb (250 µM), em tampão PIPES 10 mM pH = 
7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). Gráfico menor inserido na figura – ampliação da 
região de absorção do complexo. 
 
Já para o complexo Cu2L-H, é notado pela Figura 4.41 um nítido efeito 
hipocrômico, juntamente com um deslocamento batocrômico (λmáx = 416 → 416 → 
423 → 429, para [DNA]/[ Cu2L-H] = 0, 0,5, 1,5 e 4). Como já discutido 
anteriormente, estes efeitos são classicamente atribuídos à intercalação dos pares 
de bases da molécula de DNA pelo complexo. Entretanto, o valor de Kb determinado 
para este complexo é de 1,9 ± 0,3 .103 M-1, um valor que é menor tanto em 
comparação ao complexo Cu2BMXD (7,0 ± 0,9 .105 M-1), como para o complexo 
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CuMFF (1,5 ± 0,3 .104 M-1). Indicando uma fraca ligação do complexo com as 
moléculas de DNA. 






































FIGURA 4.41 – Titulação espectrofotométrica do complexo Cu2L-H com CT-DNA. Espectroscopia 
eletrônica do complexo Cu2L-H (250 µM) na ausência (– – – ) e na presença (–––) de quantidades 
crescentes de CT-DNA ([DNA]/[ Cu2L-H] = 0 – 0,5 – 2,0 –4,0), em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 
com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). Gráfico menor inserido na figura – gráfico de [DNA]/(εA 
- εF) x [DNA]. 
 
Para o complexo Cu2L-NO2, a titulação espectrofotométrica (Figura 4.42) 
mostrou um efeito hipocrômico, mas sem alterações no λmáx (398 nm). O valor de Kb 
determinado para este complexo foi de 4,7 ± 1,0 .103 M-1, que apesar de ser inferior 
aos complexos Cu2BMXD e CuMFF, é ≈ 2,5 vezes o valor de Kb para o complexo 
Cu2L-H. Esta relação entre os valores de Kb para os complexos Cu2L-H e Cu2L-NO2 
é, aproximadamente a mesma encontrada nos experimentos de dependência da 
concentração do complexo e na velocidade da reação. Este fato sugere que a 
atividade destes dois complexos está relacionada com a força da ligação com as 
moléculas de DNA. 
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FIGURA 4.42 – Titulação espectrofotométrica do complexo Cu2L-NO2 com CT-DNA. Espectroscopia 
eletrônica do complexo Cu2L-NO2 (100 µM) na ausência (– – – ) e na presença (–––) de quantidades 
crescentes de CT-DNA ([DNA]/[ Cu2L-NO2] = 0 – 0,5 – 1,0 – 1,5 – 4,0), em tampão PIPES 10 mM pH 
= 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). Gráfico menor inserido na figura – gráfico de 
[DNA]/(εA - εF) x [DNA]. 
 
O efeito da presença de distamicina na reação de clivagem de DNA pelos 
complexos Cu2L-X é apresentado na Figura 4.43. Pode ser notado que para os 
complexos Cu2L-dtb e Cu2L-H houve uma clara inibição na clivagem de DNA, 
enquanto que para o complexo Cu2L-NO2 a clivagem praticamente não foi alterada. 
Como para o complexo CuMFF, a inibição parcial da reação indica que o sulco 
menor não é o único sítio de ação dos complexos Cu2L-X na clivagem de moléculas 
de DNA. No caso do complexo Cu2L-NO2 o resultado indica que este complexo 
pouco interage com as moléculas de DNA pelo sulco menor.  
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FIGURA 4.43 – Clivagem de DNA plasmidial por Cu2L-X na presença de distamicina. Poço 1: pBSK-II 
digerido com BamHI; poços 2 – 5: sem distamicina; poços 6 – 9: com distamicina 12,5 µM; poços 2 e 
6: controle – somente DNA (pBSK-II 26 µM pb); poços 3 e 7: DNA + Cu2L-dtb 250 µM; poços 4 e 8: 
DNA + Cu2L-H 500 µM; poços 5 e 9: DNA + Cu2L-NO2 500 µM. Todas as amostras foram incubadas 
por 4 horas a 50°C em tampão PIPES 10 mM pH = 7,4 com I = 0,1 M (NaCl) + acetonitrila 25 % (v/v). 
Acima da foto do gel é mostrado um gráfico com a quantificação das diferentes formas do DNA 
plasmidial de cada amostra. 
 
Contudo, um outro fator pode estar contribuindo, ou até ser o responsável 
pelo resultado encontrado para o complexo Cu2L-NO2. A ligação das moléculas de 
distamicina ao sulco menor do DNA ocorre preferencialmente através da formação 
de ligações de hidrogênio em regiões ricas em A-T [12; 117]. A formação destas 
ligações de hidrogênio, não só com a distamicina, mas também com outras 
moléculas, é possível uma vez que o par de base A-T forma tal ligação pelo oxigênio 
carbonílico de T (C-2) ou pelo nitrogênio (N-3) de A [12]. Apesar de grupos similares 
estarem presentes no par de bases C-G, eles estão impedidos de formarem ligações 
de hidrogênio com uma outra molécula, em razão de estarem comprometidos pelo 
pareamento C-G. Desta forma, para se favorecer a ligação de alguma molécula em 
regiões ricas em C-G é sugerido que ela tenha a capacidade de formar ligações de 
hidrogênio com o grupo G-NH2 [12]. Assim, uma vez que os átomos de oxigênio do 
grupo –NO2 do complexo Cu2L-NO2 poderiam formar ligações com o grupo G-NH2, 
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este complexo poderia estar sendo dirigido para regiões ricas em C-G podendo, 
portanto, interagir com o DNA mesmo na presença da distamicina.  
Assim sendo, após os resultados que foram apresentados para a clivagem de 
DNA pelos complexos Cu2L-X é possível se fazer algumas considerações. Os 
complexos Cu2L-X clivam moléculas de DNA provavelmente por um mecanismo 
misto (oxidativo e hidrolítico). A clivagem hidrolítica é favorecida com o aumento do 
pH, em razão do aumento da fração da espécie D dos complexos, que 
provavelmente é a espécie responsável por este tipo de ataque. O complexo Cu2L-
dtb é o mais ativo na clivagem de DNA entre os complexos Cu2L-X, mas parece ter 
uma maior tendência para um mecanismo oxidativo. Entre os complexos Cu2L-H e 
Cu2L-NO2, a maior atividade do último parece ser devida pela sua maior interação 
com as moléculas de DNA. Interação esta que pode estar relacionada com a 














O complexo Cu2BMXD é capaz de clivar moléculas de DNA de maneira 
dependente da sua concentração, do tempo e da temperatura de incubação. 
A clivagem de DNA por Cu2BMXD ocorre por um mecanismo oxidativo, 
envolvendo a formação de Cu+ e do radical HO⋅. A formação destas espécies é 
resultado de um ciclo catalítico onde o centro metálico do complexo (um ou os dois 
Cu2+) é reduzido pelo próprio DNA, sendo posteriormente reoxidado pelo O2. 
A interação entre o complexo Cu2BMXD e as moléculas de DNA é 
relativamente forte (Kb = 7,0 ± 0,9 .105 M-1), e deve ter relação direta com a redução 
do complexo pelo DNA. 
 
- CuMFF 
O complexo CuMFF é ativo na clivagem de moléculas de DNA, de maneira 
dependente da concentração do complexo e do pH da solução, sendo a espécie 2 a 
mais ativa neste processo de clivagem. 
O complexo CuMFF apresenta atividade hidrolítica sobre as moléculas de 
DNA. Provavelmente atuando como um ácido de Lewis na aceleração da hidrólise 
das ligações fosfodiéster. Entretanto, na presença de um agente redutor externo a 
clivagem de DNA por este complexo é estimulada, agora por um mecanismo 
oxidativo. 
A ligação do complexo CuMFF ao DNA é relativamente fraca  (Kb = 1,5 ± 0,3 
.104 M-1), sendo que o complexo deve interagir tanto pelo sulco menor quanto pelo 
sulco maior do DNA.  
 
- Cu2L-X 
Os complexos Cu2L-X são ativos na clivagem de moléculas de DNA, mas 
apresentam atividades diferentes. 
A clivagem de DNA pelos complexos Cu2L-X deve ocorrer por um misto de 
hidrólise e clivagem oxidativa, a última com envolvimento das espécies Cu+ e HO⋅. A 
porção hidrolítica é favorecida pelo aumento do pH, indicando a espécie D como 





O complexo Cu2L-dtb parece ser o que apresenta a maior tendência para a 
clivagem oxidativa, seguido do complexo Cu2L-H e do Cu2L-NO2. 
Os complexos Cu2L-H e Cu2L-NO2 apresentam uma fraca ligação às 
moléculas de DNA, com os valores de Kb sendo 1,9 ± 0,3 .103 e 4,7 ± 1,0 .103 M-1, 
respectivamente. 
A interação dos complexos Cu2L-X com moléculas de DNA ocorre, mas não 
somente, pelo sulco menor do DNA. A interação do complexo Cu2L-NO2 com DNA 
pode envolver a formação de ligações de hidrogênio entre o grupo –NO2 do 
complexo e as bases da molécula de DNA. 
Os experimentos de dependência da concentração do complexo e do tempo 
de incubação, bem como os valores de Kb, sugerem a seguinte relação entre as 
atividades globais dos complexos Cu2L-X: 
Cu2L-dtb > 10xCu2L-H ≈ 5xCu2L-NO2  
 A diferença de atividade entre Cu2L-H  e Cu2L-NO2 parece estar relacionada 
com a força da ligação dos complexos às moléculas de DNA. 
 
- Geral 
Ao longo deste trabalho foram descritas as interações de cinco complexos de 
cobre(II) com o DNA, do ponto de vista do tipo de ligação ao DNA, mecanismo de 
quebra das ligações fosfodiéster, e correlações estruturais entre o modo de clivagem 
e a estrutura dos complexos. Todos os complexos foram capazes de clivar a fita 
dupla do DNA superenovelado plasmidial. Apesar de apresentarem grandes 
diferenças de atividade (modo e eficiência na quebra do DNA), todos os complexos 
foram ativos em concentrações bastante baixas (µM). Isto atrai a atenção para estes 
complexos como nucleases sintéticas, para eventualmente serem utilizados em 
aplicações como as que já foram citadas neste trabalho.  
Pode-se ainda observar como bastante inovador o fato de ter sido descrito o 
complexo CuMFF como um dos únicos modelos de hidrolase sintética de cobre, 
capaz de clivar moléculas de DNA (este trabalho) e de proteínas [85], por 
mecanismo hidrolítico, um claro fenômeno de ‘promiscuidade catalítica’, observado 









A identificação da formação de Cu+ com BC no sistema com o complexo 
Cu2BMXD ainda se faz necessária. Vale ressaltar que esta identificação não foi 
realizada durante o desenvolvimento deste trabalho, em razão de ter havido 
problemas na preparação de novas soluções estoque deste complexo. Além da 
confirmação da formação de Cu+, a identificação de produtos de reação em 
condições anaeróbias poderia trazer informações relevantes para um melhor 
entendimento do mecanismo de ação deste complexo sobre moléculas de DNA. 
Uma vez que não foi possível a determinação do valor de Kb para o complexo 
Cu2L-dtb por espectroscopia eletrônica, a utilização da titulação eletroquímica pode 
ser uma alternativa para se conseguir uma estimativa da força de ligação/interação 
deste complexo com moléculas de DNA. Esta técnica, bem como medidas de 
viscosidade e de fluorescência na presença de brometo de etídio, pode ser 
empregada não só para o complexo Cu2L-dtb, mas também para todos os outros. 
Estas outras duas técnicas citadas são geralmente empregadas para avaliação do 
grau de intercalação de pequenas moléculas à fita dupla do DNA. 
A utilização de complexos que possuam os mesmos ligantes dos complexos 
Cu2L-X, mas com centros de Zn2+, pode trazer informações relevantes para o 
entendimento do mecanismo de ação dos complexos Cu2L-X na clivagem de 
moléculas de DNA. Da mesma forma, a comparação da atividade de reações 
realizadas em H2O ou D2O também pode contribuir para este objetivo. 
O dicroísmo circular é uma técnica que também pode fornecer informações 
relevantes sobre a interação de pequenas moléculas com o DNA, através da 
avaliação de alterações estruturais e/ou conformacionais desta molécula. Alguns 
resultados já estão sendo obtidos por esta técnica para os complexos apresentados 
neste trabalho. Eles estão sendo realizados por Guilherme Razzera, ex-aluno do 
nosso laboratório e agora doutorando do laboratório da Profa Ana Paula Valente – 
UFRJ. Contudo, estes resultados não foram apresentados neste trabalho, pois ainda 
é necessária uma melhor avaliação, e confirmação, dos mesmos. 
Estudos de identificação de uma possível especificidade na clivagem de DNA 
e identificação de seus produtos de clivagem, por espectrometria de massa, também 
podem contribuir muito para a elucidação do mecanismo de ação dos complexos 





Adicionalmente a tudo o que já foi apresentado sobre o complexo CuMFF, a 
presença de um grupo aldeído na estrutura do seu ligante torna este complexo ainda 
mais interessante, uma vez que pode ser utilizado para ligação a outras moléculas. 
Exemplo disto é a ligação deste ligante à quitosana [131] onde, inclusive, alguns 
experimentos preliminares já estão sendo feitos na clivagem de DNA pelo sistema 
quitosana-CuMFF.  
Além disso, já foi adquirido por nosso laboratório um oligonucleotídeo 
modificado (grupo –NH2 na extremidade 5’) que permitirá, a princípio, a ligação do 
complexo CuMFF, sendo que a seqüência deste oligonucleotídeo é reconhecida 
pela proteína HNF3. Deste modo, esperamos obter agora um sistema capaz de ser 
dirigido ao reconhecimento e hidrólise de uma determinada proteína (HNF3).  
A clivagem de proteínas também representa uma linha de pesquisa 
extremamente relevante no que se refere às interações de biomoléculas com 
pequenas moléculas sintéticas. Na verdade, boa parte do período destinado à 
realização do trabalho de doutorado aqui apresentado foi utilizado em experimentos 
envolvendo a clivagem de proteínas pelos complexos CuMFF e Cu2L-dtb. O principal 
foco foi a identificação dos sítios de cortes destes complexos sobre a BSA, uma vez 
que ambos os complexos apresentam certa especificidade na clivagem. Entretanto, 
poucos resultados relevantes foram conseguidos, na sua maioria, em razão de 
problemas para se trabalhar com uma proteína do tamanho da BSA (66,4 kDa – 583 
aminoácidos). 
 Contudo, com a utilização de peptídeos fluorescentes, conseguidos junto ao 
Prof. Luis Juliano Neto da UNIFESP, em substituição a BSA será possível 
desenvolver estudos sobre a clivagem da ligação peptídica pelos complexos 
metálicos de uma maneira muito mais adequada. Os produtos de reação dos 
peptídeos com os complexos metálicos poderão, também ser identificados por 
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                                                                  (E) 
ZORTEP [132] dos complexos Cu2L-X: (A) Cu2L-dtb – protonado; (B) Cu2L-dtb – desprotonado; (C) 
Cu2L-H; (D) Cu2L-NO2 – estrutura com ponte acetato e ocupação de 70 % na cela unitária; (E) Cu2L-














Curva de distribuição de espécies em função do pH para o complexo Cu2L-NO2 [86]. 
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